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BSA bovine serum albumin, Rinderserumalbumin
CS chicken serum, Hühnerserum
cw continuous wave, Dauerstrich
DAPI 4’,6-Diamidin-2-phenylindol
DETC 7-Diethylamino-3-thenoylcoumarin
DIC differential interference contrast, Differentialinterferenzkontrast
DLS Direktes Laserschreiben
DMEM Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium, standardisiertes Nährmedium für die Zellkultur
DMF Dimethylformamid




FAK focal adhesion kinase
FCS fetal calf serum, fetales Kälberserum
FN Fibronektin
GFP grün fluoreszierendes Protein
HBSS Hank’s Balanced Salt Solution, standartisierte, gepufferte Salzlösung
HFF human foreskin fibroblasts, humane Vorhautzellen
LED licht-emittierende Diode
LSM Laser-Scanning-Mikroskop (auch Laserrastermikroskop)
NA numerische Apertur
OPO optisch parametrischer Oszillator
PBS phosphate buffered saline, phosphatgepufferte Salzlösung
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pFAK phosphorilierte focal adhesion kinase
REF rat embryonic fibroblasts, embryonale Fibroblasten aus der Ratte
REM Rasterelektronenmikroskop
RGD Aminosäuresequenz Arginin-Glycin-Asparaginsäure
SAM self-assembled monolayer, selbstorganisierende Monoschicht
STED stimulated emission depletion






Zellen werden in ihrer natürlichen Umgebung von einer Vielzahl von Faktoren beeinflusst. Dazu
zählen sowohl physikalische Eigenschaften, wie z. B. die Steifigkeit der extrazellulären Matrix,
als auch biochemische Einflüsse wie die Proteinzusammensetzung der Umgebung. In den
meisten Experimenten werden die verschiedenen Faktoren separat und auf zweidimensionalen
(2D) Substraten untersucht. Dabei wird außer Acht gelassen, dass Zellen in vivo von
einer dreidimensionalen (3D) Matrix umgeben sind. Für zukünftige Zellexperimente
wäre es optimal alle Faktoren (Geometrie, Nanotopographie, Steifigkeit, räumliche und
quantitative Ligandenverteilung) kontrollieren zu können um Aufschluss über eine optimale
Wachstumsumgebung für Zellen zu erhalten. Deshalb ist das Ziel dieser Arbeit die selektive
Biofunktionalisierung dreidimensionaler Mikrostrukturen.
Hierfür hat sich das Direkte Laserschreiben (DLS) etabliert. Beim DLS handelt es
sich um eine 3D Lithographiemethode um Polymerstrukturen im Submikrometerbereich
mit unterschiedlichsten Eigenschaften herzustellen. Dabei wird ein Laserstrahl in einen
Fotolack fokussiert, wodurch eine Zwei-Photonenabsorption (2PA) induzierte Polymerisation
in diesem Bereich stattfindet. Die in dieser Arbeit verwendeten Fotolacke werden radikalisch
polymerisiert. Das bedeutet, dass die Fotoinitiatormoleküle im Lack in Radikale aufgespalten
werden und sich im Laserfokus quervernetzte Polymere aus dem jeweiligen Monomer bilden.
Durch Variation des Monomers lassen sich hydrophile oder hydrophobe Polymere herstellen.
Im ersten Teil der Arbeit werden Zweikomponentenstrukturen und deren Anwendung für
Zellversuche vorgestellt. Dabei handelt es sich um eine Kombination eines hydrophilen,
protein- und zellabweisenden Fotolacks (BR12) mit einem zellkompatiblen, kommerziell
erhältlichen Fotolack (Ormocomp). Das zellabweisende Grundgerüst besteht aus Säulen mit
einem Durchmesser von 6 µm und einer Höhe von 20 µm im Abstand von ca. 15 µm. Zwischen
den Säulen befinden sich Seile mit einem Durchmesser von 1 µm in einer Höhe von 20 µm. In
der Mitte der Seile wurden Ormocomp-Punkte polymerisiert. Aufgrund der hohen Flexibilität
des BR12-Lacks, sind Zellen, die an den Ormocomp-Punkten haften, in der Lage die Seile zu
verbiegen. Daraus lassen sich die Kontraktionskräfte der Zellen in einer 3D Matrix bestimmen.
Im zweiten Teil der Arbeit wird ein Lack, dessen Polymerisation auf eine Thiol-En-Reaktion
beruht, positiv auf Zellkompatibilität getestet. Der Vorteil des Thiol-En-Lacks ist, dass sich
an der Oberfläche des Polymers reaktive Thiol-Gruppen befinden. Es wurde gezeigt, dass
Zellen schneller adhärieren, wenn vor der Kultivierung Biomoleküle (Maleimid-terminiertes
zyklisches Peptid mit der Aminosäuresequenz Arginin-Glycin-Asparaginsäure) kovalent an die
Oberfläche gebunden wurden. Es wurden auch 3D Zweikomponentenstrukturen aus BR12- und
Thiol-En-Lack hergestellt. So war eine selektive Funktionalisierung der 3D Struktur mit einem
Farbstoff möglich.
Letztendlich wird die selektive Oberflächenfunktionalisierung mittels Photoenol-Chemie
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gezeigt. Photoenole sind Moleküle, die durch Lichtanregung ihre Molekülstruktur zu einem
Dien ändern. In Anwesenheit eines Dienophils (z. B. Maleimid) kommt es während der
Anregung mit Licht zu einer Diels-Alder-Cycloaddition. Durch die Terminierung einer Silan-
Gruppe mit der Photoenol-Gruppe können Silizium-, Glas- und Polymeroberflächen mit dem
Photoenol beschichtet werden. Es wurde auf einer Glasoberfläche evaluiert, dass das Photoenol
durch 2PA anregbar ist. Dies konnte auch an 3D Mikrostrukturen bewiesen werden und es
wurde zudem gezeigt, dass 3D Mikrostrukturen mit zwei unterschiedlichen Farbstoffen mittels
orthogonaler Bindungssysteme funktionalisiert werden können. Nach der Implementierung
einer geeigneten Passivierungsmethode konnte dieser Mechanismus auch verwendet werden um




Die dreidimensionale Zellkultivierung spielt eine wichtige Rolle für das Verständnis einzelner
Prozesse im Inneren der Zelle. Bereits im Jahr 1914 kultivierte Harrison [1] embryonale Zellen
auf Spinnennetzen und untersuchte die zelluläre Antwort. Das war der erste Versuch Zellen auf
einer Art künstlichen, dreidimensionalen extrazellulären Matrix (EZM) zu kultivieren.
In den letzten Jahren wurden immer mehr Verfahren entwickelt um dreidimensionale
Kultivierungsumgebungen für Zellen herzustellen. Dazu zählen z.B. Abformungsmethoden,
3D Druckverfahren, Düsen-basierte-Methoden, sintern von verschiedenen Werkstoffen und
Laser basierte Verfahren [2]. Oft wurden auch Hydrogele oder Tiergewebe verwendet um die
natürliche Umgebung von Zellen zu imitieren [3]. Die meisten dieser Verfahren ermöglichen
es jedoch nicht alle gewünschten Formen herzustellen. Es gibt gewisse Nachteile die
nicht überwunden werden können. So lassen sich mittels Abformung nur 2,5D Strukturen
herstellen. Die 3D Druckverfahren erzielen in der Regel nicht die gewünschte Auflösung
und sind in der Materialwahl sehr eingeschränkt. Das gleiche gilt auch für die Düsen-
basierten-Methoden und das Sintern. Das Direkte Laserschreiben (DLS, siehe Kapitel
3.1) hat sich als ideale Methode herauskristallisiert um dreidimensionale Mikrostrukturen
für Zellwachstumsstudien herzustellen. Zusätzlich steht eine Vielzahl von Fotolacken mit
unterschiedlichsten Eigenschaften zur Verfügung. Es gibt Fotolacke mit einem höheren
Vernetzungsgrad, wodurch die gewünschte Struktur eine höhere Steifigkeit besitzt. Ebenfalls
gibt es Fotolacke mit protein- und zellabweisenden Eigenschaften. Wiederum andere Fotolacke
erlauben es bestimmte Moleküle kovalent an ihre Oberfläche zu binden (siehe auch Kapitel
3.2).
Eines haben jedoch alle Methoden gemeinsam: Um Zellen die Adhäsion an oder in diesen
Strukturen zu erleichtern müssen diese mit einem Protein beschichtet werden. Dabei handelt
es sich in der Regel um homogen beschichtete Strukturen [4, 5, 6]. Diese Situation spiegelt
allerdings nur bedingt die realen, physiologischen Bedingungen wieder. In vivo sind die EZM-
Proteine strukturiert in der Matrix verteilt, wodurch den Zellen nur eine selektive Adhäsion
in der EZM ermöglicht wird. Schon seit längerem werden mittels Microcontact Printing
strukturierte zweidimensionale Substrate hergestellt um das Zellverhalten (wie z.B. Motilität
und Migration) unter physiologischeren Bedingungen zu untersuchen [7, 8, 9, 10]. Bisher
war es noch nicht möglich selektiv funktionalisierte 3D Mikrostrukturen herzustellen. Es gab
Ansätze von 2,5D Strukturen [11] und auch selektiv funktionalisierte 3D Hydrogele [12].
Jedoch lieferten beide Methoden nicht die Auflösung um die Form einer Zelle in 3D zu steuern
indem man ihr nur einzelne Adhäsionspunkte in der Matrix zur Verfügung stellt. Sie sind
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deshalb für Einzelzellexperimente ungeeignet.
Das Ziel dieser Arbeit ist es verschiedene Methoden zur selektiven Biofunktionalisierung
dreidimensionaler Mikrostrukturen zu eruieren, diese auf ihre Biokompatibilität zu testen und
klar definierte Zellexperimente damit durchzuführen. Die Methoden und ihre Anwendungen
sind die Folgenden:
1. Die Kombination von zwei radikalisch polymerisierten Fotolacken mit unterschiedlichen
Eigenschaften in Bezug auf die Proteinabsorption und Zelladhäsion (Kapitel 3.2.1, 3.2.2
und 3.2.4). Mit dieser Methode lassen sich Protein- und Zellabweisende Grundgerüste
herstellen die sich nachträglich mit Adhäsionspunkten eines zellkompatiblen Lackes
funktionalisiert werden können. Nach einer mechanischen Charakterisierung mit
Hilfe eines Rasterkraftmikroskops (AFM, atomic force microscope) wurden die
Kontraktionskräfte von Zellen in einer dreidimensionalen Matrix gemessen. (Kapitel 4.1)
2. Strukturen die aus dem Thiol-En-Fotolack (Kapitel 3.2.5) hergestellt wurden besitzen
an ihrer Oberfläche eine reaktive Thiolgruppe, die verwendet wurden um spezielle
Biomoleküle kovalent an die Strukturen zu binden. Dies ermöglicht Zellen schneller an
die Lackoberfläche zu adhärieren (Kapitel 4.2).
3. Die erfolgversprechendste und eleganteste Methode wird in Kapitel 4.3 beschrieben.
Hier wird der Photoenol-Mechanismus an Oberflächen verwendet. Photoenole bilden
bei Lichtabsorption reaktive Intermediate, welche sehr effiziente Diene für Diels-Alder
Reaktionen darstellen. Als Reaktionspartner dienen Dienophile (wie z. B. Maleimide),
die mit speziellen funktionellen Gruppen versehen sind. So lassen sich eine Vielzahl von
Peptiden und Proteinen ortsaufgelöst an die Oberfläche funktionalisieren.
Kapitel 2
Grundlagen
Im folgenden Kapitel werden zunächst einige Grundbegriffe für das weitere Verständnis erklärt
und der momentane Forschungsstand geschildert.
2.1 Aufbau von tierischen Zellen
Zellen sind die Grundeinheiten von Organismen. Jeder Organismus ist aus unterschiedlichen
Zelltypen aufgebaut. Sie variieren nicht nur in ihrer Morphologie, sondern jeder Zelltyp
hat auch eine spezielle Aufgabe [13]. Im Allgemeinen wird zwischen Pflanzenzellen und
tierischen Zellen unterschieden. Beide Zellarten sind von einer Lipiddoppelschicht umgeben
– der Plasmamembran. Sie grenzt die Zelle nach außen ab, hat jedoch keine stabilisierende,
strukturgebende Funktion1. Die Hauptaufgabe der Plasmamembran ist die Aufrechterhaltung
des Membranpotentials, der Schutz der DNA, die Kontrolle welche Proteine und Botenstoffe
passieren dürfen und der Schutz vor äußeren Einflüssen wie z. B. pH-Schwankungen.
Intrazellulär schließt sich der Plasmamembran der Aktinkortex an, eine relativ dünne
Schicht quervernetzter Aktinfilamente. Er dient zur Stabilisierung der Zelle und ist für das
Elastizitätsmodul der Zelle verantwortlich. Die Plasmamebran und der Aktinkortex sind über
eine Vielzahl von Proteinen miteinander verknüpft. Das Innere der Zelle2 wird als Zytoplasma
bezeichnet. Es enthält wichtige Organellen, Endomembransysteme (z. B. Endoplasmatisches
Retikulum und Golgi-Apparat) und Polymernetzwerke. Die drei wichtigsten Polymerfilamente
bestehen aus: Aktinnetzwerk, Mikrotubuli und Intermediärfilamente. Sie werden auch als
Zytoskelett bezeichnet (siehe Abbildung 2.1 a)) [13].
Jede Zelle baut um sich herum ein Netzwerk aus strukturgebenden Proteinen auf. Sie
sind also von anderen Zellen und der Extrazellulären Matrix (EZM) umgeben. In der
Entwicklung von Lebewesen spielt diese äußere Umgebung eine wichtige Rolle für
die Zelle. So wird beispielsweise die Differenzierung von Stammzellen speziell in der
Embryonalentwicklung von physikalischen und chemischen Signalen im Umfeld der Zelle
beeinflusst [14, 15]. Unter physikalischen Einflüssen versteht man zum Beispiel mechanische
Eigenschaften wie Steifigkeit, Topographie oder Form und Größe einzelner Matrix-
Bestandteile. Zu den chemischen Bestandteilen der EZM zählen vor allem Wachstumsfaktoren
1Pflanzenzellen besitzen zusätzlich zur Plasmamembran noch eine strukturgebende Zellwand.
2Ausgenommen hiervon ist der Zellkern (Nukleus), der das Erbgut der Zelle enthält.
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Abbildung 2.1: a) Schematische Dartsellung einer tierischen Zelle. Die Zelle ist von einer Lipiddoppelschicht,
der Plasmamembran umschlossen. Auf der Plasmamembran befinden sich Proteine, die mit der EZM interagieren.
Im Zytoplasma befinden sich der Nukleus und Organellen, wie z. B. Endoplasmatisches Retikulum und Golgi-
Apparat. Stabilisiert wird die Zelle durch die Mikrotubuli und das Aktinzytoskelett. b) Schematische Darstellung
einer adhärenten Zelle. Die Zelle ist durch transmembrane Adhäsionsproteine (Integrin) mit EZM-Proteinen
verbunden. An den Zell-Matrix-Verbindungen kommt es zur Bündelung der Aktinfilamente. Das verzweigte
Aktinnetzwerk im Lamellipodium der Zelle drückt die Plasmamembran nach außen. Abbildung nach [18].
und Multiadhäsionsmatrixproteine wie zum Beispiel Fibronektin (FN). Die Proteine und
Wachstumsfaktoren können sowohl in gelöster als auch in strukturgebundener Form vorliegen.
Wobei die Anordnung dieser Moleküle meist gerichtet ist (graduelle Verteilung) um eine
Polarisierung und Migration der Zelle zu erreichen. Die Zellmigration ist ein wichtiger Prozess
in Entwicklungsverläufen und im Wundheilungsprozess. Mit Hilfe von membrangebundenen
Rezeptoren ist die Zelle in der Lage die Signale der extrazellulären Matrix auszulesen, wodurch
Signaltransduktionswege im Inneren der Zelle aktiviert werden. Als Folge einer solchen
Siganaltransduktion kommt es zu einer biologische Antwort der Zelle auf ihre Umgebung
[16, 17]. Dies kann sich beispielsweise durch die Vergrößerung von Fokalkontakten an
bestimmten Stellen der EZM bemerkbar machen was zu einer bessern Adhäsion führt wodurch
die Zelle dort größere Kräfte ausübt [18].
2.2 Zelladhäsion
Zellen können sowohl mit ihrer Umgebung als auch mit anderen Zellen interagieren. Gehen
Zellen eine Verbindung mit ihrer Umgebung ein, spricht man von Zell-Matrix-Adhäsion.
Verbindungen von Zellen untereinander werden als Zell-Zell-Adhäsionen bezeichnet. In
den frühen Stadien der Zelladhäsion und -ausbreitung spielen viskoelastische Prozesse eine
wichtige Rolle [19]. Die Zelladhäsion spielt eine wichtige Rolle für das Überleben und die
Proliferation der Zelle. Haben Zellen nicht die Möglichkeit an Oberflächen, in Geweben oder
mit anderen Zellen Bindungen einzugehen so kommt es oft zum programmierten Zelltod
(Apoptose) [20].
Die verschiedenen Mechanismen der Zelladhäsion werden im Folgenden im Detail erklärt.
2.2.1 Die extrazelluläre Matrix
Die extrazelluläre Matrix (EZM) ist ein komplexes, dreidimensionales (3D) Netzwerk, welches
vor allem zur Stabilisierung und Formgebung des Gewebes beiträgt. Zellen sind in der Lage
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die Komposition der EZM auszulesen und können sich somit im Gewebe orientieren und
ausrichten. Je nach Gewebetyp ist die Zusammensetzung der EZM unterschiedlich. Die Haupt-
bestandteile sind jedoch immer Kollagenfasern, Proteoglykane und Multiadhäsionsmoleküle
(z. B. Fibronektin). Des Weiteren befinden sich noch Hormone und Wachstumsfaktoren in
der Matrix. Kollagene sind die wichtigsten Strukturelemente aller Bindegewebe und werden
hauptsächlich von Fibroblasten gebildet. Hauptbestandteil der EZM sind die faserartigen
Kollagene. Sie verleihen dem Gewebe Zugfestigkeit. Proteoglykane bilden das Füllmaterial
der EZM und dienen dazu Druckkräfte auf das Gewebe auszugleichen. Ein Mitglied der
Proteoglykane, das Syndekan, befindet sich auf der Zellmembran von Fibroblasten. Es dient
als Korezeptor für Fokalkontakte und ermöglicht es der Zelle an das Fibronektin in der EZM
zu binden. Die Multiadhäsionsmoleküle (Fibronektin, Laminin, Vitronektin) wechselwirken
mit vielen anderen EZM- und Adhäsionsmolekülen. So bilden z. B. Laminin und Kollagen
IV den Hauptbestandteil der Basallamina, die Adhäsionsmatrix für Epithelzellen. Sie wird
hauptsächlich von diesem Zelltyp synthetisiert. Die Adhäsionsmoleküle werden von Zellen
durch transmembrane Oberflächenrezeptoren erkannt und sorgen somit für die Zelladhäsion
an bestimmten Stellen in der EZM. Dies hat wiederum eine Signaltransduktionskaskade im
Inneren der Zelle zur Folge [13]. Da bei den späteren Versuchen hauptsächlich Fibronektin
verwendet wird, welches die Ausbildung von Zell-Matrix-Kontakten ermöglicht, wird dieses
Multiadhäsionsprotein genauer betrachtet.
Fibronektin
Abbildung 2.2: Schematische Dartsellung des Glykoproteins Fibronektin mit seinen unterschiedlichen
Bindungsstellen. Abbildung nach [13].
Das heterodimere Glykoprotein Fibronektin (siehe Abbildung 2.2) ist ein Multiadhäsionsmo-
lekül der extrazellulären Matrix und ist an vielen physiologischen Abläufen beteiligt. Nach
Synthese in der Leber liegt es in gelöster Form im Blutplasma vor. Von dort kann es ins Gewebe
diffundieren und in die EZM eingebaut werden [21]. Es kann jedoch auch direkt von Zellen in
fibrillärer Form sekretiert und in die EZM eingebaut werden oder sich an der Oberfläche von
Zellen befinden. Das ungelöste Fibronektin wird größtenteils von Fibroblasten, Chondrozyten
und Epithelzellen gebildet. Es besteht aus zwei stabförmigen Polypeptidketten, die am C-
terminalen Ende mit zwei Disulfidbrücken verbunden sind. Mit einer Länge von 130 nm, einer
Breite von 2-3 nm und einer Masse von 420 kDa gehört FN zu den großen Proteinen [22]. Es
besitzt eine Vielzahl von Bindungsstellen und eine Zellbindungsregion, was eine Interaktion von
Zellen mit Kollagen, Fibrin und Heparin ermöglicht [23]. An der Zelloberfläche befinden sich
transmembrane Bindungsproteine (Integrine), die mit den Bindungsstellen des Fibronektins
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interagieren können. Die Aminosäuresequenz RGD in der zehnten FN-Domäne vom Typ III ist
die kürzeste und wichtigste Erkennungssequenz für den FN-Rezeptor Integrin α5β1 [24]. Die
Bindung zwischen Zelle und Fibronektin wird durch weitere Aminosäuresequenzen wie z. B.
PHSRN verstärkt [25]. Diese Verbindungen sind wichtig für die Signalübertragung zwischen
der Zelle und ihrer Umgebung [26] und werden als Zell-Matrix-Kontakte bezeichnet.
2.2.2 Zell-Matrix-Kontakte
Zell-Matrix-Kontakte sind die Verbindung der Zelle mit der extrazellulären Matrix. Bei
der Ausbreitung der Zelle werden ständig neue Zell-Matrix-Kontakte gebildet und alte
Kontakte abgebaut. Oberflächenrezeptoren (Integrine) dienen hierbei als Mediatoren und
verbinden das Zytoskelett durch die Plasmamembran mit den Proteinen der EZM. Das
transmembrane Glykoprotein Integrin ist ein Heterodimer und besteht aus einer α- und
einer β-Untereinheit. Es gibt 24 verschiedene Integrine die sich aus 18 unterschiedlichen α-
und 8 β-Untereinheiten zusammensetzen [27]. Die verschiedenen Untereinheiten zeigen eine
spezielle Bindungsaffinität für bestimmte Proteine der EZM. So vermitteln Integrin α5β1 und
Integrin αVβ3 beispielsweise Bindung an Fibronektin [28]. Integrine ändern ihre Konformation
von einer gefalteten, inaktiven Form in eine gestreckten, aktivierte Form als Reaktion auf
Stimulation. Dies kann sowohl durch die Bindung der extrazellulären Domäne an ein EZM-
Protein als auch durch eine intrazelluläre Bindung an das Zytoskelett hervorgerufen werden.
Diese Aktivierung verursacht eine weitere Bindung des noch freien Endes [29]. Dies hat
eine Anhäufung von weiteren Integrinen zur Folge (clustering) wodurch noch mehr Zell-
Matrix-Kontaktproteine rekrutiert werden. So wird eine mechanische Verbindung durch die
Zellmembran hindurch hergestellt. An diesem Prozess sind über 160 Proteine beteiligt [28, 30].
Beim Verfestigen der Zell-Matrix-Kontakte sind nicht nur Adhäsionsproteine beteiligt, es
kommt auch zu einer Remodellierung des Zytoskeletts. Hierfür werden neue Aktinfilamente
gebildet und quervernetzt oder gebündelt (siehe Abbildung 2.1 b) ). So wird der Fokalkontakt
weiter gefestigt und die Zelle ist unempfindlicher gegen Scherkräfte. Zudem wird so die Form
und Stabilität der Zelle festgelegt. Da sich das Volumen einer Zelle während der Adhäsion und
Ausbreitung nicht ändert, kann sich die Oberfläche beim Abflachen der Zelle auf einem Substrat
um bis zu 50% erhöhen [31]. Bei der Ausbreitung der Zelle spielen verschiedene Mechanismen
eine Rolle. Zum einen kommt es zu einer schnellen Polymerisation des Aktinnetzwerks in der
Zellperipherie (Lamellipodium), wodurch die Plasmamembran nach außen gedrückt wird. Das
Lamellipodium wächst durch Polymerisation, Verzweigung und Vernetzung der Aktinfilamente
[32, 33, 34]. Die einzelnen Aktinfilamente im verästelten Aktinnetzwerk im Lamellipodium
bilden einen 70 ° Winkel zueinander, was vom Arp2/3 Proteinkomplex herrührt. Er verbindet die
einzelnen Aktinfilamente untereinander [35]. Eine weitere Möglichkeit der Ausbreitung ist das
Verschieben von Aktinfilamenten oder Aktinbündeln zueinander. Sind Aktinfilamente bereits
mit ihrer Umgebung verbunden können diese nicht mehr bewegt werden. Hierfür werden andere
Filamente relativ zu den verankerten Filamenten verschoben. Dies geschieht durch Myosin II,
ein Protein das speziell in Muskelzellen angereichert ist, um die Kontraktion der Muskeln zu
ermöglichen [36]. Werden mehrere Aktinfilamente mit Hilfe der Myosine gebündelt, so bilden
sie eine bewegliche (kontraktile) Struktur; die (Aktin-)Stressfasern [37, 38].
Man unterscheidet zwischen drei verschiedenen Zell-Matrix-Kontakten: Fokalkomplex,
Fokalkontakt und fibrilläre Adhäsion (Tabelle 2.1). Die meisten Kontakte befinden sich in
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Fokalkomplex Fokalkontakt fibrilläre Adhäsion 3D-Adhäsion
Protein Paxillin Paxillin - Paxillin
Vinculin Vinculin - Vinculin
Phospho-Tyr Phospho-Tyr - Phospho-Tyr
FAK FAK - FAK
FAK-pY397 -
αVβ3 Integrin α5β1 Integrin α5β1 Integrin
Tensin Tensin Tensin
Substrat mind. ein mind. ein Fibronektin und Fibronektin und
EZM Protein EZM Protein ein weiteres ein weiteres
EZM Protein EZM Protein
Andere Rac Rac Zellkontraktilität Dreidimensionalität
Faktoren Zellkontraktilität
Tabelle 2.1: Übersicht der verschiedenen Zell-Matrix-Kontakte und der daran beteiligten Proteine [60].
der Zellperipherie, was an der großen Dynamik bei der Zellausbreitung im Lamellipodium
liegt. Fokalkomplexe werden im Lamellipodium gebildet und bewegen sich in Richtung
Zellmitte. Hierfür ist der retrograde Fluss, die Polymerisation des Aktins in Richtung
Zellmitte, verantwortlich. Sie haben eine punktförmige Morphologie und sind die kleinste
Art von Kontakten mit der kürzesten Lebensdauer. Die Rho GTPase Rac steuert die
Bildung solcher Kontakte. Auf dem Weg zur Zellmitte können diese Fokalkomplexe entweder
durch Aktivierung der Rho GTPase RhoA (z. B. durch Krafteinwirkung) zu Fokalkontakten
reifen oder abgebaut werden. Die Mikrometer großen Fokalkontakte sind meistens oval
und größer als Fokalkomplexe. Die Reifung von Fokalkomplexen zu Fokalkontakten
geschieht im Übergangsbereich vom verästelten Lamellipodium zur Lamella. Die Lamella
besteht hauptsächlich aus Myosin II reichen Aktinbündeln [39, 40, 41, 42, 43, 44,
45, 46]. Desweiteren sind die zytoskelettassoziierten Proteine Paxillin und Vinculin, als
auch Signaltransduktionsmarker wie Phosphotyrosin (Phospho-Tyr) und das Zink bindende
Phosphoprotein Zyxin an der Bildung von Fokalkontakten beteiligt [47, 44]. Kräfte die Zellen
über Fokalkontakte oder Fokalkomplexe auf das Substrat ausüben sind nahezu identisch [48].
Hierfür muss die Umgebung jedoch eine gewisse Steifigkeit aufweisen. Ist diese zu weich,
kann auch kein Fokalkontakt ausgebildet werden [49]. Die Kraftausübung der Zelle auf die
Umgebung über die Fokalkontakte geschieht mit Hilfe von kontraktilen Stressfasern. Da die
Zelle mit der extrazellulären Matrix verbunden ist, kann man die Kontraktionskraft der Zelle
durch traction force Mikroskopie auf elastischen Substraten messen [50, 51, 52, 53, 54, 55].
Die Kraft die Zellen pro Adhäsionsfläche ausüben ist, je nach Zelltyp, konstant (∼ 5 nN µm−2)
und korreliert mit der Quantität der beteiligten Proteine [56, 57]. Die fibrilläre Adhesion findet
vermehrt im Zellzentrum an FN-Fibrillen statt [58, 41]. Dort hat die Zelle zuvor die Proteine
der EZM mittels der Fibrillogenese umgewandelt [59, 44]. Im Gegensatz zu Fokalkomplexen
und Fokalkontakten sind an diesem Adhäsionstyp die Proteine Integrin αVβ3, Paxillin, Vinculin
und pFAK nicht beteiligt dafür jedoch das Integrin α5β1 [60].
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2.2.3 Aktomyosin Kontraktilität
Myosine sind in der Zelle für die Kontraktilität des Aktinnetzwerks und der Aktinbündel
verantwortlich und bewirken dass diese Geflechte unter Spannung stehen [61]. Man teilt die
kontraktilen Stressfasern in unterschiedliche Klassen ein:
Es gibt die ventralen Stressfasern, die parallel zur Bewegungsrichtung der Zelle verlaufen
und mit Fokalkontakten verbunden sind. Des Weiteren gibt es transverse arcs (diagonale
Bögen), welche parallel zum leading edge (Vorderkante) verlaufen. Sie verlaufen direkt hinter
dem Lamellipodium und sind nicht mit Fokalkontakten verbunden. Zu den nicht kontraktilen
Stressfasern zählen die dorsalen Stressfasern, das Lamellipodia und die Filopodien [62].
Bisher gibt es 24 bekannte Myosin Klassen [63]. Diese Motorproteine bewegen sich entlang
von Aktinfilamenten und sind neben der Kontraktilität und Migration von Zellen auch
verantwortlich für Proteintransport, Exozytose und Mitose [64, 65, 66]. Im Zellinneren
generieren die Myosine Kräfte die über Fokalkontakte an die Umgebung übertragen werden
[28]. Diese Eigenschaft spielt neben der Aktinpolymerisation eine wichtige Rolle in der
Zellbeweglichkeit [61]. Die Kraftausübung auf ihre Umgebung ist bedeutend für die
Mechanotransduktion [67]. Myosine beeinflussen zudem die Konformation des Aktins im
Inneren der Zelle, was auch oft eine Neuorientierung des Zellkerns mit sich bringt [61, 68].
Bei der Zellteilung wird ein Aktomyosinring gebildet dessen Kontraktilität zur Zytokinese führt
[69]. Um die internen Kräfte im Gleichgewicht zu halten, dient das Mikrotubuli-Netzwerk als
Antagonist zu den kontraktilen Aktinstressfasern [70]. Durch eine gezielte Depolymerisation
der Mikrotubuli durch Nocodazol kann man mit Hilfe von traction force Mikroskopie eine
erhöhte Kontraktilität der Zellen messen [71].
Da die Aktomyosin Kontraktillität eine wichtige Rolle bei der Krafterzeugung spielt, gibt
es mittlerweile eine Vielzahl von Modellen mit denen man versucht die physikalischen
Eigenschaften der Stressfasern zu simulieren [72, 73, 74, 75]. Dabei können Stressfasern
als Kraft-Dipole betrachtet werden [18]. Grundlegend für diese Modelle ist, dass ein
Kräftegleichgewicht zwischen Zelle und Substrat herrscht. So kann man die Antwort der Zelle
auf die Substratsteifigkeit prognostizieren [76, 77, 78]. Oft betrachtet und modelliert man
Sarkomere, die nur aus Aktinfilamenten, Myosin II und Connectin bestehen und einen sehr
regelmäßigen Aufbau haben [79]. Obwohl auf diesem Gebiet schon viel erforscht wurde und
sich Stressfasern, kontraktile Aktinringe und Sarkomere sehr ähnlich sind, sollte man diese
Komplexe zukünftig weiter untersuchen.
2.2.4 Zell-Zell-Kontakte
Bei der Zell-Zell-Adhäsion spielt das calciumabhängige Transmembranprotein Cadherin eine
wichtige Rolle. Cadherine gehören zur Familie der Zell-Adhäsions-Moleküle (cell adhesion
molecule, CAM). Man unterscheidet zwischen klassischen, desmosalen, Procadherinen und
Cadherin-verwandten Signalproteinen. Klassische Cadherine sind am besten erforscht, da
sie auf viele unterschiedliche Vorgänge im Organismus Einfluss nehmen. Zu ihnen zählen
zum Beispiel E- und N-Cadherin [80]. Die Namensgebung für die klassischen Cadherine
leitet sich von der Art der Gewebe ab, in denen sie exprimiert werden. N-Cadherin
(neuronales Cadherin) spielt eine wichtige Rolle bei der Zellmigration und der Embryogenese.
Im frühen Entwicklungsstadium reguliert es vor allem die Gastrulation und die Bildung
der Neuralleiste. In Tumoren steuern Cadherine die Balance zwischen Unterdrückung und
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Abbildung 2.3: Schematische Dartsellung der Adherens Junctions. (a): Klassische Cadherine bestehen aus fünf
extrazellulären Domänen, einer Transmembrandomäne und einer zytoplasmatischen Domäne. Tryptophan 2 (W2)
aus der ersten EC Domäne bindet an die hydrophobe Seitentasche des gegenüberliegenden Cadherins. (b): Die
zytoplasmatische Domäne bindet über p120, β-Catenin und α-Catenin an das Aktinzytoskelett. Abbildung nach
[80].
Förderung der Invasion. Dabei dient E-Cadherin als Invasions-Unterdrücker und N-Cadherin
als Invasions-Förderer in malignen Tumoren (Karzinomen). Zudem kann die Expression
von N-Cadherin in Epithelzellen zu einer Änderung der Zellmorphologie z. B. bei Tumoren
führen [81]. E-Cadherine kommen vor allem in Epithelzellen vor, sind für den Zusammenhalt
des kortikalen Aktinzytoskeletts verantwortlich und sind in Adherens Junctions (AJ) zu
finden. AJ sind Adhäsionsverbindungen zwischen zwei Zellen. Sie bestehen aus mehreren,
miteinander verbundenen Cadherinen beider Zellen (trans-Interaktion). In einem AJ-Komplex
kommt es noch zu Zell-Zell-Verbindungen durch das Transmembranprotein Nectin, welches
wiederum über Afadin an Aktin bindet [82, 83]. So entsteht eine Verbindung zwischen dem
Aktinzytoskelett der einen Zelle mit dem der anderen. Diese Verbindung ist sehr dynamisch,
was einen ständigen Einbau, Umbau und Abbau von Cadherinen in den AJ zur Folge hat [84].
Die Länge dieser AJ beträgt 200-500 nm [85].
Klassischen Cadherine weisen immer die selbe Anordnung der Strukturdomänen auf. Sie be-
stehen aus fünf extrazellulären Cadherindomänen (EC Domänen), einer Transmembrandomäne
und einer intrazellulären Domäne. Zwischen den EC Domänen liegen die Bindungsstellen
für Calciumionen. Um eine trans-Interaktion zu lösen, muss nur das Calcium entzogen
werden, wodurch das Cadherin destabilisiert wird [80, 86, 87]. Damit die EC Domäne in
ihrer geraden Form vorliegt und eine Bindung eingehen kann, benötigt man eine 0,5-1 mM
Calciumkonzentration [88, 86]. Cadherine vermitteln eine homophile Bindung. Vermischt man
Zellen, die hauptsächlich E-Cadherin exprimieren, mit Zellen, die hauptsächlich N-Cadherin
exprimieren, so sortieren sie sich und bilden getrennte Zellagglomerationen. Den gleichen
Vorgang kann man beobachten, wenn Zellen, die viel oder wenig Cadherin exprimieren,
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vermischt werden. Es handelt sich somit um eine qualitative und quantitative Differenzierung.
Man unterscheidet zudem zwischen einer cis- und trans-Interaktion der Cadherine. Von einer
cis-Interaktion spricht man, wenn die Cadherine derselben Zellen Dimere bilden. Bei der
trans-Interaktion wechselwirken die Cadherine von gegenüberliegenden Zellen miteinander. In
Kristallstrukturen kann es sowohl zu cis- als auch zu trans-Interaktionen der Cadherine kommen
[89]. Bei einer trans-Interaktion bindet Tryptophan 2 (W2) aus der ersten EC Domäne an die
hydrophobe Seitentasche seines Gegenübers und umgekehrt (Abbildung 2.3 (a)) [86, 80].
Die zytoplasmatische Domäne sorgt dafür, dass das nach außen gerichtete Cadherin mit dem
Aktinzytoskelett verbunden wird (Abbildung 2.3 (b)) [90]. Hierfür bindet das Protein p120
an die membrannahe Region der zytoplasmatischen Domäne und stabilisiert das Cadherin
[91, 92]. Bereits im endoplasmatischen Retikulum bindet β-Catenin an das Cadherin. Beide
Proteine werden somit zusammen an die Membran transportiert [93]. α-Catenin verbindet das
β-Catenin mit dem Aktinzytoskelett. Hierbei kann es sich nicht um eine direkte Verbindung
handeln. α-Catenin interagiert mit Aktin als Homodimer und kann deshalb nicht gleichzeitig
als Heterodimer an β-Catenin binden [94]. Der genaue Mechanismus, wie das Aktinzytoskelett
an das Cadherin über α-Catenin bindet, ist noch weitgehend unbekannt.
Aufgrund des speziellen Bindungsmechanismus der Cadherine ist deren Verwendung für in
vitro Experimente komplizierter als die Verwendung von EZM Proteinen. Um Zellen eine
Zell-Matrix-Adhäsion zu ermöglichen genügt es das entsprechende Substrat3 mit einem EZM
Protein zu beschichten. Dieses adhäriert an der Oberfläche und die Zelle ist in der Lage über
Integrine an es zu binden. Um jedoch für eine Zelle eine perfekte in vitro Situation für Zell-
Zell-Adhäsion zu generieren, ist eine einfache Beschichtung mit Cadherinen ungenügend. Die
Cadherine müssen ähnlich, wie auch in der in vivo Situation mit ihrem N-Terminus von der
Zelle bzw. dem Substrat weg zeigen. Das bedeutet, dass die extrazellulären Cadherindomänen
in ihrer leicht gebogenen Form vorliegen müssen, damit eine trans-Interaktion stattfinden kann.
Zudem sollten die c-terminalen Enden des Cadherins fest mit dem Substrat verbunden sein,
damit die adhärierende Zelle dieses nicht ausreißen kann. In der in vivo Situation wird die nötige
Stabilität durch die Verankerung der zytoplasmatischen Domäne mit dem Aktinzytoskelett
erreicht. Um das zu erreichen liegt es Nahe, eine kovalente Bindung zwischen dem Cadherin
und dem Substrat anzustreben. Hierfür fusioniert man die EC Domänen mit einem SNAP-Tag
(siehe Kapitel 3.4.3), den man wiederum an eine selbstorganisierte Monolage von Benzylguanin
kovalent binden kann [95]. So wurde gezeigt, dass ein E-Cadherin Konstrukt das nur aus
den ersten beiden EC Domänen (EC1-2) besteht, nicht ausreicht um Zell-Zell-Adhäsion zu
vermitteln. Zudem ist die Adhäsionskraft einzelner Cadherin-Cadherin Verbindungen sehr
schwach. Wohingegen ein E-Cadherin Konstrukt das alle fünf EC Domänen (EC1-5) besitzt
sehr wohl die Zellausbreitung begünstigt. Auch die Adhäsionskraft einzelner Cadherine war in
diesem Fall größer [96].
3Als Substrat wird etwas bezeichnet auf dem Zellen wachsen können (Träger). Dabei kann es sich um eine
Petrischale, ein Deckglas oder ein Deckglas, auf dem sich eine 2D oder 3D Struktur befindet, handeln.
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2.3 Unterschiede in 2D- und 3D-Zellkultivierung
In den letzten Dekaden etablierte man in der Zellbiologie Methoden, um die Zellreaktion
auf verschiedene biochemische und physikalische Signale zu untersuchen [2]. Aufgrund
der aktuellen Einschränkungen in experimentellen Modellen gibt es noch immer kein
globales Verständnis wie Zellen auf verschiedene und zeitgleich eintretende chemische und
physikalische Reize reagieren. Zudem wurde erst in den letzten Jahren die Bedeutung der
physikalischen Eigenschaften der extrazellulären Matrix – neben biochemischen Faktoren
wie Wachstumsfaktoren, Signal- und Adhäsionsmolekülen – anerkannt, maßgeblich das
Zellverhalten und die Differenzierung zu beeinflussen [14, 97, 98, 99, 100, 101]. Diese
physikalischen Reize umfassen sowohl mechanische Steifigkeit [14, 97, 99, 102] und
Topographie [99, 100, 103, 104, 105] der zellulären Umgebung, als auch die räumliche
Strukturierung der Liganden [101, 105, 106, 107, 108, 109]. Die geometrische Verteilung
der Liganden erstreckt sich über mehrere Größenordnungen. Sie reicht von nanoskaliger
Verteilung an der Zellmembran bis zu mehreren Mikrometern einzelner Zelladhäsionspunkte
[28, 107]. Untersuchungen zum Einfluss der räumlichen zweidimensionalen Liganden
Verteilungen wurden durch die Einführung des Microcontact Printing von extrazellulären
Matrix Proteinen und anderen Methoden zur Oberflächenstrukturierung möglich [101, 108,
110, 111]. Diese Studien haben gezeigt, dass die räumliche Verteilung der Liganden eine
entscheidende Auswirkung auf mehrere wichtige physiologische Aspekte, einschließlich der
Viabilität und der Proliferation von Zellen hat. Zusätzlich zur geometrischen Verteilung
der Liganden hat sich die Steifigkeit der Umgebung als wesentlicher Regulator des
Zellverhaltens herauskristallisiert. Es wurde gezeigt, dass sich das Zellverhalten, einschließlich
der Differenzierung von Stammzellen, dramatisch ändert, wenn Zellen auf zunehmend
weicheren Substraten kultiviert werden [14]. Letztendlich wird auch die Topographie und
Dreidimensionalität der Umgebung von Zellen erkannt und beeinflusst deren Verhalten [97, 98,
100, 101, 103, 104]. Zellen, die auf zweidimensionalen Geweben kultiviert wurden, variieren oft
erheblich in ihrer Morphologie, den Zell-Zell- und Zell-Matrix-Wechselwirkungen, sowie deren
Differenzierungsgrad im Vergleich zu den in physiologisch korrekteren und dreidimensionalen
Umgebungen gewachsenen Zellen [112, 113, 114, 60, 115, 116, 117].
Die ersten Experimente, bei denen Zellen in einer dreidimensionalen Umgebung kultiviert
wurden, stammen aus dem Anfang des 20. Jahrhunderts: Ross Harrison kultivierte embryonale
Frosch-Zellen auf verschiedene Substraten und stellte fest, dass sie eine polygone Form auf
flachen Deckgläschen haben, während die gleichen Zellen langgestreckt und spindelförmig auf
dreidimensionalen Spinnenfäden sind [1]. In der Zwischenzeit wurden umfangreiche Arbeiten
durchgeführt, um die Auswirkungen dreidimensionaler Umgebungen auf einer Vielzahl von
Zelltypen zu untersuchen. Anfangs verwendete man natürliche gewonnene EZM von Tieren
oder Gele aus natürlichen oder synthetischen Polymeren [118, 119, 120, 121]. Diese Methoden
haben gezeigt, dass die Kultivierung von Zellen auf flachen, zweidimensionalen Substraten
im Vergleich zu einer dreidimensionalen Umgebung deutliche Änderungen in der zellulären
Antworten hervorruft. Zum Beispiel setzten sich, verglichen mit den Erkenntnissen der 2D
Kultivierung, die Zell-Matrix-Kontakte von Zellen, die in einem dreidimensionalen Gewebe
kultiviert wurden, aus anderen Proteinen zusammen [115]. Es gibt bereits mehrere Artikel,
welche die Ergebnisse dreidimensionaler Zellkultur in Geweben oder Gelen zusammenfassen
[60, 121, 122, 123].
Obwohl unser Verständnis des Zellverhaltens stark von diesen 3D Matrizen profitiert hat, sind
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die meisten dieser Gewebe systematisch und quantitativ schwer zu kontrollieren und sind
mit Bezug auf ihre Geometrie (z. B. variierende Porengröße), chemische Zusammensetzung
und mechanische Eigenschaften schlecht definiert. Deshalb bedarf es der Entwicklung von
neuartigen dreidimensionalen Zellkulturgerüsten und Biofunktionalisierungsverfahren um die
Auswirkungen von mechanischer Struktursteifigkeit und räumlicher Ligandenverteilung auf
das Zellverhalten in 3D-Umgebungen systematisch zu untersuchen. Da der Übergang von
mikroskaligen topographischen Zellkultursubstraten zu 3D-Gerüsten eher verschwommen und
oft nicht klar definiert ist, wird hier die Definition von Greiner et al. übernommen: (i) 2D
Substrate sind flache oder strukturierte Oberflächen mit Abmessungen in der z-Achse von
einigen hundert Nanometern. Sie dienen vorwiegend zur Steuerung des Zellwachstums in x-
und y-Richtung (beispielsweise zur Ausrichtung von Zellen entlang flacher Rillen); (ii) 2,5D-
Substrate besitzen einen sich wiederholende, isotropen Aufbau. Ihre Ausdehnung in die dritte
Dimension beträgt einige Mikrometer (z. B. Säulenfelder); (iii) 3D-Substrate bestehen aus
Strukturen mit einer anisotropen Architektur und einer Ausdehnung von mehreren Mikrometern
entlang der z-Achse (z. B. netzartige Strukturen) [2].
2.3.1 Zellkultivierung auf flachen Substraten
Es ist einfacher und oft auch effektiver Zellen auf flachen zweidimensionalen Substraten zu
untersuchen. Zudem war es lange Zeit nicht möglich maßgeschneiderte dreidimensionale
Strukturen für Zellstudien zu verwenden, weil die technischen Mittel fehlten. Trotzdem ist es
wichtig auf die bisherigen Ergebnisse der 2D Zellkultivierung einzugehen. Zu den verwendeten
Substraten zählen harte Plastikpetrischalen, Glasplättchen und in manchen fällen auch weiche
Hydrogele auf denen die Zellen kultiviert wurden. Diese 2D Substrate stimulieren nicht
nur das Zellwachstum, welches es den Zellen ermöglicht zu überleben und sich zu teilen,
sie bieten auch eine vereinfachte Plattform mit der man die chemische Funktionalität, die
Materialsteifigkeit, die Oberflächentopographie und die Zellform beeinflussen und die Reaktion
der Zelle darauf untersuchen kann (Abbildung 2.4) [3].
Die meisten Informationen die eine Zelle aus ihrer Umgebung erhält sind biochemischer
Natur. Die chemische Zusammensetzung der Umgebung spielt deshalb eine große Rolle.
Extrazelluläre Proteine interagieren über Tramsmembranrezeptoren mit der Zelle, wodurch
intrazelluläre Prozesse in Gang gesetzt werden [124]. Nach dem ersten Kontakt einer Zelle
mit der EZM oder einer Oberfläche kommt es zu einem Zusammenspiel von Liganden und
Rezeptoren, welches die Anheftung, Ausbreitung, Migration, Wachstum und Differenzierung
der Zelle beeinflusst [125]. Dabei werden Fokalkontakte zwischen Zelle und EZM gebildet,
was wiederum zur Ausbildung von Aktinnetzwerken und der Auswölbung der Zellmembran
zu Filopodien und Lamellipodien führt [126, 127]. Zellen können an sehr viele EZM Proteine
oder Peptide binden und haben hierfür auch eine Vielzahl von Rezeptoren [128, 129, 130, 131].
Eine wichtiger Regulator der grundlegenden Zellfunktionen ist jedoch die Gesamtkonzentration
des jeweiligen Adhäsionsliganden (Abbildung 2.4 a). So korreliert die Morphologie der Zelle
stark mit der Konzentration des RGD-Motivs an der Oberfläche eines Substrats. Wenn eine hohe
Ligandenkonzentration vorliegt breiten sich die Zellen isotroper aus, im Gegensatz zu Zellen
die sich auf Substraten mit geringerer Ligandenkonzentration befinden [132]. Mit zunehmender
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Abbildung 2.4: Die Funktionsweise der Zelle wird beeinflusst durch Veränderungen in (a) der chemischen
Zusammensetzung, (b) der Ligandendichte, (c) der Untergrundsteifigkeit, (d) der Zellform (gegeben durch die
Umgebung) und (e) der Topographie. Es gibt verschiedene Methoden und Techniken um diese Parameter in
der 2D Zellkultivierung zu beeinflussen, jedoch ist vieles davon noch nicht oder nur sehr unpräzise in der 3D
Zellkultivierung möglich. Abbildung aus [3].
.
Ligandenkonzentration nimmt auch die Stärke der Fokalkontakte zwischen Zellen und EZM
und die Migrationsgeschwindigkeit der Zellen zu [133, 134]. Kultiviert man Fibroblasten auf
einem RGD funktionalisierten PEG-Hydrogel, kann man eine gesteigerte Adhäsion, Motilität
und Bildung von Stressfasern mit zunehmender Ligandendichte beobachten [135, 136].
Nicht nur die reine Ligandenkonzentration, auch der Abstand zwischen den Liganden bzw.
den Bereichen in denen sich Liganden befinden spielt eine wichtige Rolle bei der Regulierung
der Zellfunktionen (Abbildung 2.4 b) [3, 137, 138]. So wurde gezeigt, dass Zellen sich am
besten auf dem Substrat ausbreiten, wenn der Abstand der Liganden geringer als 70 nm
ist [139]. Lee et al. zeigten auch, dass sich die Zellteilung von MC3T3-E1 Zellen und die
Ausdifferenzierung zu Osteoblasten erhöht, wenn man den Abstand von RGD-Liganden, bei
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gleich bleibender Gesamtligandenkonzentration, von 78 zu 36 nm verringert [140]. Zusätzlich
wurden Zellen auch auf regelmäßig strukturierten Substraten kultiviert. Diese bestehen aus
meist punktförmigen Bereichen, auf denen sich das EZM Protein befindet und nicht-adhäsiven
Bereichen, die den Rest des Substrats abdecken. Zur Herstellung solcher Substrate verwendet
man das Microcontact Printing (µCP): Man stempelt ein hydrophobes Thiol mit Hilfe eines
PDMS-Stempels auf eine Goldoberfläche und überträgt so das gewünschte Muster. Nach einem
Waschschritt wird die restliche Oberfläche mit einem hydrophilen Thiol bedeckt. Gibt man
nun eine EZM Proteinlösung auf das Substrat, binden die Proteine nur an die gestempelten,
hydrophoben Bereiche. Die hydrophilen Bereiche sind protein- und zellabweisend [141, 142].
Ist der Abstand zwischen den Proteinpunkten kleiner als 5 µm können sich Zellen wie
auf homogen beschichteten Substraten ausbreiten. Erhöht man den Abstand jedoch auf
5-25 µm nehmen Zellen die vorgegebene Form an und bilden Aktinstressfasern entlang
der Proteinpunkte. Bei Abständen über 25 µm sind Zellen nicht mehr in der Lage den
nichtadhäsiven Bereich zu überbrücken [8]. Xia et al. konnten zeigen, dass Zellen aktiv dazu
gebracht werden können in eine bestimmte Richtung zu migrieren indem man den Abstand und
die Form der Proteinbereiche ändert [9].
Nicht nur chemische, sondern auch mechanische Umgebungsreize, führen zu Änderungen im
Zellverhalten in Bezug auf Ausbreitung, Migration und Differenzierung. Diesen Mechanismus
bezeichnet man als Mechanotransduktion (Abbildung 2.4 c) [3, 143]. Allgemeingültig kann
man sagen, dass Zellen besser auf harten Oberflächen adhärieren und größere Fokalkontakte
ausbilden [144]. Kommen Zellen aus einer Suspension in Kontakt mit dem Substrat adhärieren
sie und breiten sich aus. Dabei bilden sie auf einem geeigneten Material mehr und mehr
Fokalkontakte und Aktinstressfasern [145, 146, 147]. Zudem migrieren Zellen merklich
schneller auf harten Oberflächen und migrieren in Richtung höherer Steifigkeit wenn sie auf
einem Steifigkeitsgradienten kultiviert werden. Das wurde mit NIH/3T3-Fibroblasten auf
flexiblen Polyacrylamidgelen, die zuvor mit Kollagen beschichtet wurden, gezeigt. Diesen
Prozess nennt man Durotaxis [148].
Kultiviert man humane Mesenchymale Stammzellen (hMSCs, human mesenchymal stem cells)
auf Polyacrylamidgelen unterschiedlicher Steifigkeit werden je nach Härte der Oberfläche mehr
spezifische Markerproteine exprimiert. Auf mittelharten Substraten (E∼ 10 kPa, vergleichbar
mit Muskelgewebe) werden mehr myogene und auf harten Substraten (E∼ 35 kPa, vergleichbar
mit Knochengewebe) werden mehr osteogene Kennzeichnungsproteine gebildet [14, 149].
Ähnliches kann man auch beobachten, wenn neuronale Stammzellen auf sehr weichen
Materialien (E ∼ 0,5 kPa, vergleichbar mit Nervengewebe) kultiviert werden. Dann kommt es
zu einer Differenzierung in Richtung von Neuronen [150, 151]. Dabei kommt es in der Regel
nicht nur zu Änderungen der Proteinzusammensetzung im Inneren der Zelle, es ändert sich
auch die Morphologie der Zellen.
Zusätzlich zu den biochemischen und biophysikalischen Materialsauswirkungen spielt auch
die durch äußere Faktoren vorgegebene Zellform eine wichtige Rolle im Hinblick auf das
Schicksal der Zelle und wurde deshalb innerhalb der letzten Jahrzehnte genauer untersucht
(Abbildung 2.4 d) [152, 153, 154]. Bereits 1997 zeigten Chen et al. [141] dass Zellen sehr
sensitiv auf ihre Ausbreitungsfläche reagieren. Sie kultivierten kapillare Endothelzellen auf
unterschiedlich großen Proteininseln und konnten Apoptose auf kleineren Inseln beobachten.
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Wohingegen sich Zellen auf größeren Proteininseln ausbreiteten und proliferierten. Zudem
stellten sie fest, dass die Zellgröße eine wichtigere Rolle für das Zellüberleben spielt als die
Proteinbedeckung. Diese Beobachtungen waren unabhängig vom verwendeten Protein. Diese
Art von Substraten wurde auch verwendet um den Prozess zu untersuchen, wie Zellen an das
Substrat binden und ihre Form anpassen [155]. Zudem kann man auch die Zellpolarisierung
untersuchen [156, 157, 158, 159].
Stammzellen, die auf solchen Proteininseln kultiviert wurden, zeigten je nach Größe des
adhäsiven Bereichs unterschiedliche Entwicklungsrichtungen. So wurde gezeigt, dass
humane Mesenchymale Stammzellen sich osteogen entwickeln, wenn sie auf großen Inseln
kultiviert werden und die Möglichkeit haben sich auszubreiten. Wohingegen man auf
kleinen Proteininseln, auf denen sich die Zellen nicht ausbreiten konnten, eine adipogene
Diffenezierung beobachtete [160]. Die vergrößerte Zellausbreitungsfläche führt zu höherer
Zytoskelett-Zugspannung, was eine Hochregulierung von RhoA und ROCK zur Folge hat
[161]. Auch die Form der Proteininseln beeinflusst die Differenzierung von Stammzellen.
Kilian et al. zeigten, dass sich, wegen der unterschiedlichen Aktomyosin Kontraktilität
auf eckigen oder runden Proteininseln, auch die Differenzierungsrichtung von humanen
Mesenchymalen Stammzellen ändert [162]. Die Zellform beeinflusst zudem die Festlegung
von Stammzellen in Richtung Chondrozyten und Myozyten [163].
Ein weiterer wichtiger biophysikalischer Gesichtspunkt in Bezug auf das Zellverhalten ist
die Topographie des Substrats (Abbildung 2.4 e) [3]. Die natürliche Umgebung von Zellen
ist in Hinblick auf die Zellgröße nicht flach sondern weist eine spezielle Topographie im
Mikrometerbereich auf. Zudem gibt es auch freie Bereiche, was der fibrillären Struktur
der EZM geschuldet ist. Deshalb wurde schon vor vielen Jahren versucht, die biologischen
Auswirkungen in Bezug auf nano- und mikrotopographischen Veränderungen der Oberfläche
zu untersuchen [164, 165]. Mittlerweile wurden Zellen auf Rillen-, Gruben- und Säulen-
Strukturen kultiviert und die Veränderungen auf die Adhäsion, Ausrichtung, Migration und
Differenzierung vieler Zelltypen untersucht [166, 167]. Durch nano- und mikroskopische
Veränderungen der Oberfläche kommt es zu Anisotropien im Inneren der Zelle, wodurch es
zu Änderungen im Zytoskelett und der Zellmorphologie kommt [100].
Zu den am häufigsten untersuchten Strukturen zählen die Rillen-Strukturen. Dabei handelt es
sich um parallel verlaufende Linien die sich mit einer gewissen Breite und Höhe vom flachen
Substrat abheben. Kultiviert man Zellen auf diesen Substraten, so zeigen sie eine erhöhte
Adhäsionsrate und sie polarisieren und elongieren ihr Zytoskelett entlang der Rillen. Zudem ist
eine gerichtete Migration parallel zur Strukturierung zu beobachten [168, 169]. Eine neuronale
Vorläuferzelllinie (PC12) zeigte das Auswachsen von Neuriten entlang solcher Rillen [170].
Zudem wurde bei Fibroblasten eine erhöhte Fibronektin mRNA Transkription beobachtet [171].
Die Abmessungen der Rillen-Strukturen, ab denen sie einen Einfluss auf das Zellverhalten
ausüben, liegt bei ungefähr 100 nm Tiefe und 100 nm Breite [172].
Gruben-Substrate sind flache Oberflächen die mit Nanovertiefungen versehen sind und haben
einen großen Einfluss auf verschiedene Zellfunktionen. Kultiviert man Zellen auf solchen
Substraten mit Vertiefungen > 35 nm, sinkt typischerweise die Adhäsions- und Ausbreitungsrate
wohingegen die Anzahl der Filopodien steigt [172, 173]. Des Weiteren bewirkt die Kultivierung
von hMSCs auf Nanogruben-Substraten eine Differenzierung in Richtung Oseoblasten.
Hierfür wurden Substrate mit Vertiefungen von 100 nm Tiefe und 120 nm Durchmesser
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verwendet. Der Mittenabstand betrug 300 nm mit einer hexagonalen, quadratischen, zufälligen
Anordnung. Zudem gab es eine quadratische Anordnung, bei der die Vertiefungen beliebig um
±50 nm variiert wurden. Man konnte nur auf den quadratischen und beliebig-quadratischen
Substraten eine Differenzierung der hMSCs zu Osteoblasten beobachten. Zudem wurden mehr
osteocalcinhaltige Zellen auf den variierten-regelmäßigen Strukturen gefunden, im Vergleich
zu den regelmäßigen oder zufälligen Substraten. Daraus lässt sich schließen, dass nicht nur die
Größe und Form der Strukturierung sondern auch die Anordnung eine wichtige Rolle spielt
[174]. Mit Hilfe von Gruben-Substraten mit quadratischer Anordnung der Vertiefungen lässt
sich der Stammzellcharakter und die Multipotenz von hMSCs bis zu acht Wochen erhalten
[175].
Zu den Säulen-Substraten zählen alle Arten von Erhöhungen, die sich von der flachen
Oberfläche abheben. Es gibt Nano- und Mikrosäulen und nadelförmige Strukturen.
Allgemeingültig kann man sagen, dass Zellen, die auf solchen Substraten kultiviert werden,
schlechter adhärieren und proliferieren. Diese Beobachtung könnte der geringeren Oberfläche
des Substrats geschuldet sein und wird ausgeprägter, wenn die Höhe der Strukturen von 50 nm
auf 600 nm angehoben wird [168]. Mikrosäulen-Substrate können auch verwendet werden um
Zugkräfte von Zellen zu messen [57]. Anhand der Auslenkung der Säulen kann man direkt die
Kraft bestimmen, mit der die Zelle an der Säule zieht [176]. Durch Variation der Säulenhöhe
kann man die Steifigkeit des Substrats sehr genau einstellen und beispielsweise die Auswirkung
auf die Differenzierung von hMSCs untersuchen [177]. Der Vorteil dieser Methode ist, dass man
keine grundlegenden Material- oder Oberflächeneigenschaften ändert. Des Weiteren kann man
auch magnetische Säulen herstellen, anschließend Kräfte auf Zellen ausüben und ihre Reaktion
beobachten [178].
2.3.2 Zellkultivierung in 3D
In den letzten Jahren gab es große Fortschritte in der Herstellung von dreidimensionalen
Nano- und Microstrukturen für die Zellkultivierung. Mit Hilfe dieser Methoden kann man die
Geometrie (z. B. Porengröße) der Strukturen an die natürliche Umgebung von Zellen anpassen
und so gezielt bestimmte Prozesse im Inneren der Zelle genauer untersuchen. Zuerst wird hier
kurz auf die 3D Hydrogele eingegangen, dann die verschiedenen Methoden und Materialien
vorgestellt die bisher verwendet wurden um maßgeschneiderte 3D Strukturen herzustellen und
anschließend werden die biologischen Ergebnisse dieser Methoden zusammengefasst.
Zellkultivierung in 3D Hydrogelen
In der dreidimensionalen Zellkultivierung werden häufig Hydrogele verwendet. Sie haben den
Vorteil, dass sie die Zelle vollständig umschließen und somit große Ähnlichkeit zur in vivo
Situation aufweisen. Meistens enthalten sie EZM-Proteine wie Kollagen, Fibronektin oder
Laminin, die als Bestandteil der künstlichen EZM die Zelladhäsion vermitteln. Durch die
Kultivierung von Zellen in unterschiedlich steifen Hydrogelen erhält man unterschiedliche
Zellreaktionen wie z. B. die Differenzierungsrichtungen von Stammzellen [3, 179]. Der
Nachteil dieser Hydrogele ist, dass die Liganden homogen im Hydrogel verteilt sind. Zudem
kann man nur sehr schwer die genaue Ligandendichte bestimmen. Deshalb gibt es verschiedene
Ansätze diese Hydrogele gezielt zu funktionalisieren. Hierfür werden in der Regel PEG-basierte
Hydrogele hergestellt die nachträglich, z. B. mittels Zwei-Photonenabsorption, funktionalisiert
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werden. Das PEG-Hydrogel dient als stützende Matrix, an der die Zellen nicht adhärieren
können. Erst durch die nachträglich angebrachten Liganden sind Zellen in der Lage im
Hydrogel zu adhärieren und proliferieren. Bereits 2006 veröffentlichten Hahn et al. eine
Methode um photolithographisch PEG-Hydrogele zu strukturieren [180]. Jedoch war nur eine
Strukturierung in der x- und y-Ebene möglich, da sie UV-Licht und Masken verwendeten.
DeForest et al. demonstrierten eine weitaus komplexere Methode zur Strukturierung von
Hydrogelen [12]. Sie funktionalisierten PEG-Hydrogele mit zwei unterschiedlichen Liganden
mittels Zwei-Photonen-Absorption in 3D und waren zusätzlich in der Lage einen Liganden
mittels Flutbelichtung mit UV-Licht wieder zu entfernen. NIH/3T3-Zellen die in diesen
Hydrogelen kultiviert wurden, adhärierten nur in den funktionalisierten Bereichen. Durch eine
ortsaufgelöste Defunktionalisirung bereits bewachsener Bereiche konnten die Zellen gezielt
abgelöst werden. Es gibt einige Nachteile der Hydrogele. Das ist die geringe Porengröße,
die es für Zellen beinahe unmöglich macht, in die Gele zu migrieren. Deshalb werden die
Hydrogele oft mit den Zellen vermischt und dann auf das Substrat gegeben. Zudem sind sie
nicht enzymatisch abbaubar. Der größte Nachteil der Hydrogele für Einzelzellstudien ist jedoch
die schlechte Auflösung der Funktionalisierung, die es unmöglich macht diese Substrate für
Einzelzellstudien zu verwenden.
Methoden zur Herstellung von maßgeschneiderten 3D Substraten
Mittlerweile sind fast alle Methoden zur Herstellung dreidimensionaler Substrate compu-
tergestützt. Man modelliert eine 3D Zellkulturgerüst am Computer und teilt das Modell in
mehrere Schichten auf die nach und nach übereinander aufgetragen werden. Dieses Aufeinander
schichten nennt man auch Layer-by-Layer-Verfahren [181, 182]. Dabei bewegt sich entweder
der Träger der Struktur oder der Teil mit dem das Material abgeschieden wird [120, 181, 182].
Man teilt die verschiedene Methoden oft in folgende Kategorien ein: Laser basierende
Verfahren, 3D Druckmethoden, Düsen basierte Systeme und Abformmethoden (z. B. soft
lithography).
Bei den Laser basierten Verfahren gibt es unterschiedliche Klassen. Beim Lasersintern
wird ein Pulver mittels eines Lasers so verändert, dass ein Feststoff entsteht. Mit Hilfe
dieses Verfahren können knochenähnliche 3D Strukturen hergestellt und zur Zellkultivierung
verwendet werden. Ein Nachteil dieses Verfahrens ist es, das Entfernen der überschüssigen
Pulverreste nach der Herstellung von 3D Strukturen [4, 183, 184]. Ein weiteres Laser basiertes
Verfahren ist die Photopolymerisation eines flüssigen Monomers. Man kann das Monomer
entweder mittels UV-Licht in einem Layer-by-Layer-Verfahren polymerisieren und so die
3D Struktur Schicht für Schicht aufbauen oder man polymerisiert nur kleine Bereiche im
Monomer mittels Multiphotonenabsorption und kann so sehr präzise dreidimensionale Nano-
und Mikrostrukturen herstellen (mehr dazu in Kapitel 3.1). Dieses Verfahren wurde schon
erfolgreich bei Zellkulturstudien angewandt [4, 185, 186, 187, 188, 189].
Bei den 3D Druckmethoden werden beispielsweise flüssige Biomaterialien, Wachs oder
chemische Grundstoffe auf der Oberfläche angelagert um dreidimensionale Strukturen
herzustellen. Hierzu zählt man auch Tintenstrahl basierte und direct-write-Methoden [111, 120,
181, 182, 190, 191, 192, 193]. Bei den Tintenstrahl basierten Methoden wird ein Tropfen nach
dem anderen in x- und y- Richtung aufgetragen und anschließend wird entweder die Grundplatte
auf der sich die Struktur befindet oder der Druckkopf in der Höhe verfahren. Beim direct-write-
Verfahren wird das jeweilige Material fadenförmig auf eine Grundplatte aufgetragen [182, 193].
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Bei beiden Verfahren werden die gedruckten Materialien noch gehärtet oder polymerisiert, was
meist mittels UV-Licht geschieht [190, 191, 192, 193, 194]. Mit Hilfe dieser beiden Verfahren
kann man sehr leicht und kosteneffizient 3D Strukturen aus mehreren Materialien herstellen.
Sie werden jedoch meistens dazu genutzt um zweidimensionale topographische Strukturen
herzustellen [111].
Die Düsen basierten Systeme sind ähnlich wie die 3D Druckmethoden. Es wird ein Material
durch eine Düse gepresst und an einer Oberfläche abgelagert. Jedoch wird bei diesem Verfahren
das abgelagerte Material anschließend entweder chemisch oder thermisch behandelt oder
Lösungsmittel in der Tinte verdunstet, was zu einer Verfestigung führt [120, 181, 190, 193, 195].
Abformmethoden sind meist nicht computergestützt. Man benötigt nur für die Herstellung
der so genannten Master computergestützte Verfahren. Zur Herstellung eines solchen Masters
wird ein Silizium-Wafer mit einem Lack (z. B. SU-8) beschichtet. Anschließend wird
ein Muster entweder mittels Belichtung mit UV-Licht durch eine Maske oder in einem
Elektronenstrahlschreiber auf- bzw. abgetragen. Nach einem Entwicklungsschritt wird das
Silizium in einem Ätzverfahren einige Mikrometer abgetragen. Anschließend wird der restliche
Lack entfernt. Diesen Master kann man nutzen um kosten- und zeit-effizient Abdrücke mit
verschiedenen Materialien herzustellen und so 2,5D und 3D Strukturen zu erhalten. Das
häufigste Material das man hierfür verwendet ist Polydimethylsiloxan (PDMS), weil es sich
leicht verarbeiten lässt und biokompatibel ist [11, 57, 104, 182, 196, 197, 198, 199, 200].
Es gibt noch eine Vielzahl von anderen Methoden zur Herstellung von 3D Strukturen. Hier
wurde nur die genannt, welche für Einzelzellstudien wichtig sind.
Materialien zur Herstellung von maßgeschneiderten 3D Substraten
Die Auswahl des richtigen Materials ist essentiell für die Herstellung von maßgeschneiderten
3D Strukturen für Zellwachstumsstudien. Zum einen müssen die passenden physikalischen
Eigenschaften erreichbar sein, zum anderen sollten die Materialien ungiftig und biokompatibel
sein. Oft werden natürliche oder von Tieren stammende Polymere verwendet. Dabei handelt
es sich entweder um Proteine (z. B. Kollagen, Fibrin, Matrigel) oder um Polysacharide
(z. B. Hyaluronsäure, Chitin, Agar) [120, 182]. Diese natürlichen Materialien eignen sich
hervorragend zur Kultivierung von Zellen und vermitteln eine optimale Zell-Matrix-Interaktion.
Nachteilig ist jedoch dass sie systematisch und quantitativ schwer zu kontrollieren sind;
ihre physikalischen, chemischen und mechanischen Eigenschaften schwer zu bestimmen
sind; und dass man sie nur suboptimal in der soft lithographie einsetzen kann [118,
119, 121, 201, 202, 203]. Mittlerweile gibt es auch eine Vielzahl von synthetischen
Materialien um biokompatible maßgeschneiderte 3D Strukturen herzustellen [201, 204]. Sie
bieten im Vergleich zu den natürlichen Materialien mehrere Vorteile. So kennt man ihre
genaue chemische Zusammensetzung und man kann die physikalischen und mechanischen
Eigenschaften genau definieren, manipulieren und abstimmen. Zudem kann man sie bei den
meisten Herstellungsverfahren verwenden [100, 102, 113, 118, 202, 203, 205, 206].
Zu den am häufigsten verwendeten synthetischen Materialien um 2,5D und 3D Mikrostrukturen
herzustellen, zählen die organischen Polymere Polydimethylsiloxan [57, 104, 188, 198, 199,
200, 207] und Polyethylenglycol (PEG) [12, 100, 121, 180, 189, 201, 208, 209].
Bei der Mehrphotonen-Polymerisation werden lichtsensitive Materialien wie der Epoxidfo-
tolack SU-8 [185, 210] oder das anorganisch-organische Hybridpolymer Ormocer [5, 186,
187, 211] verwendet. Prinzipiell kann man jedes Acrylat als Fotolack verwenden. Man muss
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dazu nur einen passenden Fotoinitiator in dem Acrylat lösen. Mit steigender Anzahl der
Acrylgruppen am Molekül erhöht sich bei der Polymerisation der Vernetzungsgrad und somit
die Festigkeit des Endprodukts. Häufig wird hierfür Polyethylenglycoldiacrylat (PEG-DA)
[209], Pentaerythritoltriacrylat (PETA) [212] oder SR3684 [4] verwendet.
Da die biochemische Umgebung die Adhäsion, das Überleben, die Vermehrung und die
Differenzierung von Zellen beeinflusst, ist es sehr wichtig die Oberflächenzusammensetzung
von künstlich hergestellten 3D Strukturen zu kontrollieren [213]. Da das Grundmaterial
von 3D Strukturen keine Botenstoffe enthält die es für Zellen attraktiver machen z.B. eine
Bindung einzugehen, ist es notwendig die Oberfläche biochemisch zu funktionalisieren. Eine
Möglichkeit besteht darin die 3D Strukturen mit Proteinen aus der EZM, wie zum Beispiel
Fibronektin, Laminin oder Kollagen, zu beschichten [97]. Man kann hierfür auch eine kurze
Peptidsequenz, die für die Zelladhäsion eine wichtige Rolle spielt, wie z. B. Arginin-Glycin-
Asparginsäure (RGD) verwenden [131, 214, 215]. Oder man funktionalisiert die Oberfläche
mit einem Zellmembran-Protein wie E-Cadherin [200].
Die einfachste Art die Oberfläche einer 3D Struktur zu funktionalisieren erreicht man durch
Adsorption des jeweiligen Proteins. Indem man die Struktur in eine Lösung des Biomoleküls
taucht. Dabei handelt es sich meist um eine homogene Funktionalisierung [216]. Der Vorteil
dieser Methode ist, dass die Proteine ihre biologische Aktivität beibehalten. Der Nachteil
ist, dass man die Konzentration an der Oberfläche oder die Orientierung der Proteine
nicht beeinflussen kann. Um diesen Nachteil zu umgehen wurden Mechanismen entwickelt,
wodurch sich Proteine entweder mit einer hohen Bindungsaffinität oder sogar kovalent an die
Oberfläche binden lassen. Zu den Mechanismen mit hoher Bindungsaffinität zählt z. B. die
Paarbildung von Biotin mit (Strept-)Avidin [217]. Ein häufig verwendeter Mechanismus zur
kovalenten Bindung von Proteinen an die Oberfläche ist der SNAP-Tag Mechanismus [96]. Oft
werden hierfür auch Click- oder Thiol-Chemie Mechanismen verwendet. Bisher wurden diese
Mechanismen entweder auf 2D Oberflächen [101] oder in Hydrogelen angewandt, bei denen
die räumliche Auflösung des funktionalisierten Bereichs schlecht war und die Größe einzelner
Zellen überstieg [12]. Da die Biomoleküle in der EZM nicht homogen verteilt sind, versucht
man nur Teile der künstlichen Umgebung selektiv und strukturiert zu funktionalisieren. Ein
Ansatz hierfür ist die Kombination von einem 2,5D Säulensubstrat mit Microcontact Printing,
um nur einzelne Bereiche an der Oberseite der Säulen mit Fibronektin zu funktionalisieren
[57, 218, 219].
Zellkultivierung in maßgeschneiderten 3D Substraten
Normalerweise werden erst nach der Herstellung der 3D Strukturen Zellen auf die Substrate
gegeben. Mittlerweile wurde eine Vielzahl von Zellen hierfür verwendet; sowohl primäre Zellen
als auch Zellen aus Zelllinien. Dazu zählten unter anderem: Fibroblasten [12, 180, 199, 206,
207], Endothelzellen [103, 185, 201, 220], Kardiomyozyten [5, 221], Chondrozyten [222],
Osteoblasten [205, 190, 192], Neuronen [194] und Stammzellen [104, 113, 120, 191, 223].
In den meisten Studien ging es darum das Überleben der Zellen bzw. die Zytotoxizität
des verwendeten Materials mit Hilfe einer lebend/tot-Färbung zu untersuchen. Oder die
Vermehrung von Zellen nach der Aussaat mit Hilfe von biochemischen Proliferationskits zu
bestimmen. In all den Studien wurde gezeigt, dass die meisten synthetischen Materialien
4Bei SR368 handelt es sich um Tris(2-hydroxyethyl)isocyanuratetriacrylat von der Firma Sartomer.
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keine Toxizität aufweisen, die Vermehrung von Zellen unterstützen und somit für weitere
Anwendungen geeignet sind.
Zudem wurde gezeigt, dass man mit Hilfe von maßgeschneiderten 3D Zellkulturstrukturen
die Differenzierung von Stammzellen z. B. in Richtung Adipozyten, Osteoblasten und
Chondrozyten beeinflussen kann. Durch dreidimensionale netzartige Strukturen aus Poly(-
caprolacton) oder methacrylierter Gelatine wird eine mehr osteogene oder adipogene
Festlegung der Stammzellen unterstützt [113, 223, 224]. Kultiviert man Stammzellen
auf fasrigen 3D Strukturen, differenzieren sie eher in Richtung Osteoblasten. Hierbei
spielt die Geometrie und die Steifigkeit der Struktur eine wichtigere Rolle, als ihre
chemische Zusammensetzung [113]. Diese Erkenntnisse lassen einen darauf hoffen, dass
maßgeschneiderte dreidimensionale Zellkulturtemplate in Zukunft eine wichtige Rolle spielen
könnten, wenn es darum geht eine künstliche Stammzellnische herzustellen [2].
Zusätzlich wurden auch einige Einzelzell-Studien durchgeführt, bei denen das Hauptaugenmerk
auf die Morphologie, Form, Adhäsion und Motilität der Zelle gelegt wurde. Bei den meisten
dieser Studien ging es darum eine ja/nein-Antwort zu erhalten [1, 113, 186, 191]. Es wurden
jedoch auch das Migrationsverhalten, wie z. B. die Migrationsgeschwindigkeit, untersucht [4,
196, 198]. Einige Gruppen untersuchten auch intrazelluläre Mechanismen, wie das Zytoskelett
oder die Zell-Matrix-Adhäsion in synthetischen 3D Strukturen [11, 198, 199, 200, 206].
Ochsner et al. kultivierten Zellen in spindelförmigen, harten 3D Mikrovertiefungen und
konnten zeigen, dass sich das Aktinzytoskelett und die Zell-Matrix-Adhäsion nicht nur auf
den Boden der Vertiefung beschränkte, sondern über die gesamte Struktur dreidimensional
verteilt war [11]. Zudem konnten sie zeigen, dass Zellen in weichen 3D Mikrovertiefungen
keine Aktinstressfasern bilden konnten [199]. Nikkhah et al. kultivierten verschiedene Zelltypen
ebenfalls in Mikrovertiefungen und konnten, je nach Zelltyp, Unterschiede in der Konzentration
von Vinculin in den Fokalkontakten feststellen. Dehalb könnte man ihre 3D Mikrostrukturen
dazu verwenden, neuartige biochemische Marker zu entwickeln, mit denen man gesunde von
kranken Zellen unterscheiden kann [206]. Cukierman et al. zeigten, dass es einen Unterschied
in der molekularen Zusammensetzung von Fokalkontakten gibt, wenn man Zellen entweder in
einem 3D Gewebe oder auf flachen 2D Substraten kultiviert [115]. Yamada et al. untersuchten
eine ähnliche Situation, in der Fibroblasten zum einen auf flachen 2D Substraten und zum
anderen in 3D Geweben verglichen werden. Sie konnten beobachten, dass sich die Form der
Fibroblasten essentiell ändert. Auf dem 2D Substrat war die Morphologie eher flach und rund.
Wohingegen sie in der 3D Proteinmatrix langgestreckt und spindelförmig war [225].
Verschiedene Kraftmessungen, von Zellen auf ihre Umgebung oder andere Zellen, wurden
häufig durchgeführt. So entwickelten Liu et al. eine Methode mit der sie die Zugkräfte zwischen
Zellen messen konnten. Hierfür funktionalisierten sie selektiv die Oberseite eines Säulenfelds
mit Fibronektin. Zellen, die auf diesen Substraten kultiviert wurden, befanden sich nur genau
gegenüber. Anhand der Verbiegung der Säulen konnte man die Zugkräfte bestimmen, welche
die Zellen aufeinander ausübten. Sie konnten zeigen, dass die Größe der Adherens Junctions
und die Zell-Zell-Zugkräfte von Endothelzellen mit der Myosinaktivität korrelieren [218].
Klein et al. konnten die Kontraktionskräfte von schlagenden Kardiomyozyten in elastischen 3D
Radstrukturen messen. Die Kardiomyozyten waren in der Lage die Seile zwischen den Säulen
während der gleichmäßigen Kontraktion um 0,8 µm zu verbiegen. Diese Auslenkung entspricht
47 nN [5]. Die Kontraktionskraft von Fibroblasten beträgt nur etwa 5-20 nN [56, 57].
Kapitel 3
Experimentelle Methoden
Das Direkte Laserschreiben (DLS) ist eine 3D Lithographiemethode um Polymerstrukturen
herzustellen. Ein großer Vorteil dieser Methode ist die hohe Auflösung, die man damit erreichen
kann. Die klassische Anwendung ist die Herstellung von 3D photonischen Kristallen [226],
3D photonischen Quasikristallen [227] oder 3D photonischen Metamaterialien [228, 229].
Metamaterialien besitzen Eigenschaften wie sie in der Natur nicht zu finden sind. Es lassen
sich jedoch auch nicht optische Anwendungen finden. Dazu zählt unter anderem der Bereich
der mechanischen Metamaterialien [230]. Es lassen sich auch Strukturen herstellen, die
Eigenschaften aus der Tierwelt imitieren. So wurde beispielsweise der Haltemechanismus
von Geckos nachgebildet [231]. Zudem hat es sich als adäquate Methode erwiesen um
verschiedenste Zellsubstrate herzustellen [2, 4, 5, 232].
Beim DLS wird ein Laserstrahl in einen Fotolack fokussiert, wodurch eine Zwei-
Photonenabsorption (2PA) induzierte Polymerisation in diesem Bereich stattfindet. So
lassen sich beliebige, dreidimensionale Strukturen mit unterschiedlichsten Eigenschaften
herstellen. Die nicht vernetzten Stellen werden anschließend mit einem Lösungsmittel entfernt
und es bleibt die dreidimensionale Polymerstruktur übrig. Abbildung 3.1 veranschaulicht die
einzelnen Arbeitsschritte des Direkten Laserschreibens.
Abbildung 3.1: Schematische Darstellung des DLS. Ein Laserstrahl wird in den Fotolack fokussiert. Im Laserfokus
polymerisiert der Lack. Danach werden die unpolymerisierten Bereiche gelöst und die Strukturen freigelegt.
Abbildung nach [2].
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3.1 Direktes Laserschreiben
Schon vor dem Direkten Laserschreiben gab es Verfahren um zwei- und dreidimensionale
Strukturen herzustellen. Bei einer Methode werden dünne Lackschichten meist mit
ultraviolettem (UV) Licht durch eine Maske polymerisiert und nachträglich der nicht belichtete
Bereich entfernt. So ist es möglich zwei- und zweieinhalb-dimensionale (2D und 2,5D)
Stukturen herzustellen. Abbes Auflösungsformel sagt aus, dass die Auflösung für die optische
Fernfeld-Mikroskopie abhängig von der Wellenlänge des verwendeten Lichts ist [233]. Deshalb
werden zur Herstellung von Computerchips immer kürzere Wellenlängen, von UV Licht zu
kurzwelligem UV (deep ultraviolet, DUV) Licht bis hin zu extrem kurzwelligen UV (EUV)
Licht, verwendet [234]. Der Nachteil dieser Methode ist es dass für jede Strukturvariation neue
Masken hergestellt werden müssen.
Durch die Stereolithographie war es das erste Mal möglich dreidimensionale Mikrostrukturen
herzustellen. Dabei wird eine Schicht Fotolack nach der anderen mit einem Laser belichtet
[235]. Die Nachteile dieses Verfahrens ist zum einen die geringe axiale Auflösung von
ca. 10 µm und zum anderen ist es nicht möglich vollkommen beliebige dreidimensionale
Strukturen herzustellen.
Beim DLS wird ein Fotolack auf ein Substrat aufgeschleudert (Rotationsbeschichtung) oder
aufgetropft. Als Substrat dient in der Regel ein 170 µm dickes Deckglas. Der Fotolack besteht
aus einem Monomer, das mit einem Fotoinitiator versetzt wurde. Anschließend wird ein
Laserstrahl durch ein Objektiv in den Fotolack fokussiert. Um den Laserstrahl möglichst stark
zu fokussieren verwendet man ein Objektiv mit hoher numerischer Apertur (NA). Dadurch
ergibt sich eine hohe, nach außen schnell abfallende Intensitätsverteilung im Fokus des
Laserstrahls. Die Fotolacke werden so hergestellt, dass man eine gewisse Mindestenergie
und -leistung (Schwellwert) benötigt, um eine Polymerisation zu erreichen. In unserem Fall
würde das bedeuten, dass nur der Bereich im Fokus des Laserstrahls polymerisiert wird. Dieser
kleine Bereich wird auch als Voxel bezeichnet. Als Analogon zu dem Bildelement Pixel.
Um vollkommen beliebige dreidimensionale Strukturen herstellen zu können, bedarf es einer
optischen oder chemischen Nichlinearität in Bezug auf die Intensität [236].
Bei der linearen Ein-Photonenabsorption (1PA) ist eine chemische Nichtlinearität durch
gewisse Hemmsubstanzen wie Sauerstoff oder 4-Methoxyphenol im Fotolack gegeben. So
verhindern die Sauerstoffmoleküle, dass sich die Polymerisation ausbreitet oder die frei
gewordenen Radikale sofort abgefangen werden und keine Polymerisation stattfindet. Sind
diese Hemmsubstanzen aufgebraucht, ist diese Nichtlinearität nicht mehr gegeben. Deshalb ist
ein zweiter Belichtungsvorgang an diesen Stellen kritisch [237]. Würden die Hemmsubstanzen
schnell genug im Lack diffundieren wäre es durchaus Möglich 3D Strukturen mittels 1PA
herzustellen. Ein weiteres Argument das zusätzlich dagegen spricht ist das „Gedächtnis“ des
Fotolacks. Sobald der Schwellwert überschritten wird, ist eine vollständige Quervernetzung
(Polymerisation) erreicht. Es kommt jedoch schon vor dem Erreichen des Schwellwerts zu
einer leichten Quervernetzung des Monomers. Dieser vorpolymerisierten Bereich wird als
„Gedächtnis“ bezeichnet. Um diesen Bereich komplett zu Polymerisieren bedarf es einer
geringeren Leistung.
Die optische Nichtlinearität kann durch N-Photonenprozesse realisiert werden. Aus diesem
Grund hat sich die Zwei-Photonenabsorption (2PA) als weitaus bessere Möglichkeit erwiesen.
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Die 2PA wurde schon im Jahre 1931 von Göppert-Mayer beschrieben. Sie zeigte, dass es
möglich ist ein Atom oder Molekül in seinen angeregten Zustand zu versetzen, obwohl
es nicht mit der eigentlich benötigten Energie angeregt wird, sondern nur jeweils mit der
halben [238]. Dies ist jedoch nur möglich, wenn zwei Lichtquanten nahezu zeitgleich
den Wirkungsquerschnitt des anzuregenden Moleküls (in unserem Fall der Fotoinitiator)
durchqueren. Die Zeitspanne, in der die Photonen mit dem Molekül wechselwirken müssen,
beträgt nur einige Femtosekunden.
Um jedoch zu verstehen warum man zur Herstellung und Funktionalisierung dreidimensionaler
Mikrostrukturen auf die Zwei-Photonenabsoption angewiesen ist, wodurch hohe Kosten für
gepulste Laserquellen entstehen, ist es notwendig sich erst einmal die Ein-Photonenabsorption
genauer anzuschauen.
Man spricht von einer 1PA wenn ein Atom oder ein Molekül durch die Absorption eines
Photons in einen energetisch angeregten Zustand übergeht. Die Wahrscheinlichkeit einer
solchen Absorption ist proportional zur lokalen Lichtintensität im Absorber. Man könnte auch
sagen, dass die Wahrscheinlichkeit für eine 1PA proportional zur Wahrscheinlichkeit ist, mit
der ein Photon einen Absorber findet. Sie ist also propotional zur Photonendichte was genau
der Lichtintensität I entspricht.
Wird nun Licht innerhalb des Fotolacks mittels 1PA absorbiert, wird der Lichtstrahl auf dem
Weg zum Brennpunkt signifikant abgeschwächt. Dafür ergibt sich folgender Zusammenhang
und somit das Lambert-Beersche Gesetz:
dI
dz
= −σ1PA ·N · I(z) (3.1)
I(z) = I0 · e−σ1PA·N ·z (3.2)
Dabei ist I die Lichtintensität, z die Ortskoordinate entlang der Ausbreitung des Lichts, σ1PA ist
der lineare Absorptionsquerschnitt des absorbierenden Fotoinitiatormoleküls, N ist die Anzahl
der Fotoinitiatormoleküle im Anregungsvolumen. Befinden sich viele Fotoinitiatormoleküle
im Fotolack wodurch die optische Dichte hoch ist, wird das meiste Licht bereits auf dem Weg
zum Brennpunkt absorbiert und eine dreidimensionale Belichtung ist nicht möglich.
Setzt man die Sensitivität des Fotolacks herab, indem man weniger Fotoinitiatormoleküle
hinein mischt, kann der Lichtstrahl tiefer in den Lack eindringen. So kann man erreichen,
dass der Großteil des Lichts im fokalen Volumen absorbiert wird. Verständlicherweise kommt
es jedoch im kompletten Lichtkegel zur Absorption. Aber dies allein ist kein Indiz dafür,
dass Licht nur im Fokus absorbiert wird. Die Lichtintensität im fokalen Volumen ist zwar
am größten, schaut man sich jedoch jede einzelne z-Ebene an, so ist klar, dass in jeder
Ebene parallel dazu die gleiche Anzahl an Photonen absorbiert wird. Verwendet man jedoch
einen Fotolack der ein gewisses Schwellwert-Verhalten hat, wäre es prinzipiell möglich
dreidimensionales Laserschreiben zu betreiben. Hier spielt jedoch das „Gedächtnis“ des
Fotolacks eine Rolle. Würde man einen größeren Bereich mit dem Laser abrastern, würden
immer mehr Photonen an Stellen die nicht belichtet werden sollen absorbiert werden und
es käme zu einer unkontrollierten Polymerisation ober- und unterhalb des Brennpunkts. Aus
diesem Grund ist es nicht möglich mittels 1PA dreidimensionale Mikrostrukturen herzustellen
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Abbildung 3.2: Berechnete fokale Intensitätsverteilung eines typischen Schreibvoxels. a) Intensitäts-Kontur-
Plot. Der Intensitätsquerschnitt entlang der zwei schwarzen Linien ist in b) und c) zu sehen. b) Lateraler
Querschnitt von | ~E|2 (rot) und | ~E|4 (blau) entsprechen der Ein-Photonenbelichtung beziehungsweise der Zwei-
Photonenbelichtung. c) Axialer Querschnitt von | ~E|2 (rot) und | ~E|4 (blau). Die horizontalen Linien in b) und c)
entsprechen den Intensitätswerten der Oberflächen in a). Abbildung aus [236].
oder zu funktionalisieren [236].
Im Gegensatz zur 1PA handelt es sich bei der Zwei-Photonenabsorption um einen nichtlinearen
Prozess. Es müssen zwei Photonen nahezu gleichzeitig absorbiert werden, damit der Absorber
in einen energetisch angeregten Zustand übergeht. Die Wahrscheinlichkeit für einen solchen
Prozess ist proportional zur Lichtintensität im Quadrat. Da die Wahrscheinlichkeit für die
Absorption eines ersten Photons proportional zur Intensität ist und im selben Augenblick die
Wahrscheinlichkeit, dass auch ein zweites Photon an der selben Stelle absorbiert wird, auch
proportional zur Intensität ist, ergibt sich daraus eine Proportionalität von I2 für eine 2PA. Für
eine reine 2PA ergibt sich
dI
dz
= −σ2PA ·N · I(z)2, (3.3)
mit σ2PA als Zwei-Photonen-Absorptionsquerschnitt. Für die Wellenlänge des verwendeten
Lasers ist der Fotolack durchsichtig (σ1PA ≈ 0) und somit kann man die lineare Absorption
vernachlässigen und eine Ein-Photonenabsorption ist nicht möglich. Deshalb wird nur im
Fokus des Lasers der Fotoinitiator aktiviert und es findet nur innerhalb des Voxels die
Polymerisation statt. Außerhalb des Voxels ist wegen der Nichtlinearität die Wahrscheinlichkeit
den Fotoinitiator anzuregen zu gering und deshalb findet hier keine Polymerisation statt.
Um die Intensitätsverteilung im Fokus des Lasers zu veranschaulichen sind in Abbildung 3.2 (a)
Isointensitäten eines typischen Schreibvoxels dargestellt. Daran kann man erkennen, dass die
Intensität sehr schnell nach außen abfällt. Wählt man nun eine geeignete Laserleistung dann ist
die Intensität nur im Inneren des Fokus groß genug um den Fotolack zu polymerisieren. Würde
man ein Objektiv mit kleinerer numerischer Apertur verwenden, würde das Aspektverhältnis
von Voxelhöhe zu Voxelbreite noch größer werden und somit das Auflösungsvermögen
verschlechtern.
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3.1.1 Nanoscribe Photonic Professional
Abbildung 3.3: Schematischer Aufbau des DLS-Systems von Nanoscribe. Abbildung nach [239].
Zur Herstellung von 3D Polymerstrukturen wurde das Photonic Professional-System der Firma
Nanoscribe verwendet (siehe Abbildung 3.3). In diesem System ist ein frequenzverdoppelter,
gepulster Faserlaser verbaut (Menlo Systems). Er hat eine Repetitionsrate von 100 MHz
und eine Pulslänge von 150 fs. Die mittlere Wellenlänge beträgt 780 nm. Direkt hinter der
Austrittsöffnung des Lasers befindet sich eine computergesteuerte mechanische Klappe
(Shutter). So kann sicher gestellt werden, dass der Laserstrahl vollständig geblockt wird, wenn
z. B. das Objektiv gewechselt wird. Anschließend durchläuft der Strahl einen akustooptischen
Modulator (AOM), mit dem die Intensität auf einen gewünschten Wert abgeschwächt werden
kann. Hinter dem AOM befindet sich ein Strahlteiler, der einen Großteil des Lichts reflektiert.
Der transmittierte Anteil wird zur Überwachung der Intensität von einer Diode detektiert. Um
die komplette NA des Objektivs auszunutzen und so den Strahl möglichst stark zu fokussieren,
wird der reflektierte Strahl aufgeweitet, in ein inverses Mikroskop (Zeiss Axio Observer.Z1)
eingekoppelt und mit einem Ölimmersionsobjektiv (Zeiss Plan-Apochromat 100×/1,40 Oil
DIC M27) fokussiert. Die maximale Leistung vor dem Objektiv beträgt etwa 30 mW. Da der
Strahldurchmesser größer ist als die Öffnung des Objektivs, geht auch hier Leistung verloren.
Das Gerät wird so kalibriert, dass bei 100% Laserleistung eine Intensität von 20 mW in das
Objektiv gelangt. Die übliche Leistung beim Direkten Laserschreiben beträgt ca. 10 - 20 mW.
Diese variiert je nach verwendetem Fotolack und Schreibgeschwindigkeit.
Auf dem Probenhalter können bis zu zehn Deckgläser (22 mm× 22 mm× 170 µm) aufgebracht
werden. Dieser wird an einem Piezotisch (PI P-563.3CD) befestigt. Der Stellweg des
Piezos beträgt 300 µm× 300 µm× 300 µm, wobei die maximale Arbeitshöhe auf Grund des
Arbeitsabstands des Objektivs auf ca. 80 µm begrenzt ist. Prinzipiell lässt sich diese Begrenzung
mit der von Nanoscribe entwickelten DipIn-Technologie umgehen [230]. Die üblicherweise
verwendete Schreibgeschwindigkeit beträgt ca. 200 µm s−1. Der Piezo ist auf einer Bühne von
Märzhäuser befestigt. Dadurch hat man auf der Probe einen großen Arbeitsbereich und kann so
auch computergesteuert die verschiedenen Proben anfahren. Zudem kann der Schreibfortschritt
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mit Hilfe einer CCD-Kamera beobachtet werden.
Das Nanoscribe-System bietet im Vergleich zu den anderen kommerziell erhältlichen Direkten
Laserschreibsystemen einige Vorteile. Der größte Vorteil ist der Autofokus (Interfacefinder),
der komplett in die Software implementiert ist. Die Grenzschicht zwischen Lack und Deckglas
wird bestimmt und man setzt einen Wert fest, wie tief die Strukturen im Glas versenkt werden.
Ein weiterer Vorteil ist die Tilt Correction (Kippwinkelausgleich). Die Software misst über
den kompletten Stellweg des Piezos die Höhe der Grenzschichten und legt eine Ebene durch
diese Messpunkte, während des Direkten Laserschreibens gleicht die Software die Verkippung
automatisch anhand der virtuellen Ebene aus. Diese beiden Besonderheiten ermöglichen es, in
Kombination mit der Bühne, voll automatisiert Proben herzustellen.
Abbildung 3.4: Rasterelektronenmikroskopische Aufnahmen verschiedener Beispielstrukturen für Zellwachstums-
studien, die mittels DLS hergestellt wurden. a) Radstruktur, die zur Bestimmung von Zellvolumen in 3D Strukturen
verwendet wird. Zur Herstellung wurde der PETA Fotolack verwendet (siehe Kapitel 3.2.3 und 4.1.2). b) Boxringe
aus Ormocomp für die gezielte Einzelzellanalyse (siehe Kapitel 3.2.2 und 4.1.2). c) Zweikompontentenstruktur für
kontrolliertes Zellwachstum. Das Grundgerüst besteht aus proteinabweisendem PEG-DA und wurde nachträglich
mit kleinen Würfeln aus Ormocomp versehen (siehe Kapitel 3.2.4 und 4.1.3). Abbildungen aus [2].
Abbildung 3.4 zeigt Rasterelektronenmikroskop (REM)-Aufnahmen unterschiedlicher 3D
Mikrostrukturen. Diese wurden aus verschiedenen Fotolacken hergestellt und sollen zeigen,
welch komplexe, dreidimensionale Strukturen sich mit Hilfe der Zwei-Photonenabsorption
herstellen lassen.
3.1.2 Lithographie Aufbau mit durchstimmbarer Wellenlänge
Da die meisten photoaktivierbaren Moleküle ihren Absorptionspeak im kurzwelligen
Bereich des nahen UV-Lichts (UV-A, 315 - 380 nm) haben oder teilweise sogar ein
Absorptionsmaximum im mittleren UV-Bereich haben (UV-B, 280 - 315 nm) ist es nicht
möglich das kommerziell erhältliche Photonic Professional-System der Firma Nanoscribe für
diesen Zwei-Photonen-Prozess zu verwenden. Es war von Anfang an nicht klar ob sich die
photoaktivierbaren Moleküle mittels 2PA aktivieren lassen. Deshalb musste für diese Versuche
ein selbst gebautes DLS-System mit durchstimmbarer Wellenlänge verwendet werden.
Abbildung 3.5 zeigt eine schematische Darstellung des verwendeten Aufbaus. Spiegel,
Wellenplättchen und Teleskope, die für das grundlegende Verständnis nötig sind, werden
nicht dargestellt. Das Herzstück des Aufbaus ist ein gepulster Titan:Saphir (Ti:Sa) Oszillator
(SpectraPhysics MaiTai HP), der mit einer Zentralwellenlänge von 820 nm betrieben wird.
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Abbildung 3.5: Schematischer Aufbau des DLS-Systems mit durchstimmbarer Wellenlänge. Der OPO ermöglicht
den Wellenlängenbereich von 345 - 2500 nm durchzustimmen. In den späteren Versuchen wurde die Wellenlänge
zwischen 600 nm und 700 nm variiert. Abbildung nach [240].
Mit diesem Ti:Sa wird ein optisch parametrischer Oszillator (OPO, Newport Inspire HF100)
gepumpt. Der Ti:Sa Laser emittiert 100 fs Pulse mit einer Repetitionsrate von 80 MHz. Im
OPO wird als erstes die zweite Harmonische des Pumpstrahls erzeugt. In den folgenden
Experimenten wurde immer der Signal-Strahl des OPO verwendet, da sich so die Wellenlänge
zwischen 490 nm und 750 nm variieren lässt. Die Repetitionsrate des OPO beträgt ebenfalls
80 MHz und die Pulse haben eine Länge von 200 fs. Der Signalausgang soll im Weiteren als
Aktivierungslaser bezeichnet werden. Als erstes wird der Laserstrahl durch eine Kombination
aus λ/2-Plättchen und Polarisator abgeschwächt (nicht dargestellt). Die Feinjustage der
Intensität geschieht mit Hilfe eines elektrooptischen Modulators (EOM, Linos LM 0202 P VIS
KD*P). So lässt sich der Laserstrahl auch an- und ausschalten. Um eine optimale Modenqualität
nach dem EOM zu erreichen, wird der Strahldurchmesser mittels Kepler-Teleskop vor dem
AOM auf etwa 1 mm reduziert (nicht dargestellt). Um die Qualität der Mode ebenfalls nicht
zu verschlechtern sollte die Laserintensität mit dem EOM nie zu stark abschwächt werden (≥
10%). Anschließend wird der Strahl so aufgeweitet, dass er einen größeren Durchmesser als die
Objektivöffnung hat. Bevor der Strahl in den Hintereingang des Mikroskops (Leica DM-IRB)
eingekoppelt wird, durchläuft er noch zwei Spiegel, mit denen man die laterale Fokusposition
einstellen kann und einen Strahlteilerwürfel, der die Laserstrahlen des OPOs und Nd:YAGs
(siehe unten) vereint.
Der Strahlteiler im Mikroskop wurde durch einen halbdurchlässigen Silberspiegel ersetzt.
So werden alle verwendeten Wellenlängen zu circa 50% reflektiert. Schlussendlich wird
das Laserlicht noch mit Hilfe eines λ/4-Plättchens (B. Halle RAC 4.4.15L, 500-900 nm)
zirkular polarisiert und durch ein Ölimmersionsobjektiv (Leica HCX PL APO 100×/1.4-
0.7 OIL CS) auf die Probe fokussiert. Die Zirkulapolarisation dient dazu, dass der Voxel
rotationssymmetrisch zur optischen Achse ist. Die später angegebenen Laserleistungen sind
Durchschnittsleistungen und wurden an der Stelle des Objektivs gemessen. Dazu entfernt
man das Objektiv und schraubt eine Blende mit dem gleichen Durchmesser wie das Objektiv
(5,6 mm) in den Objektivrevolver. Demzufolge entspricht die gemessene Leistung der Leistung,
die ins Objektiv gelangt. Laut Herstellerangabe transmittiert das Objektiv bei 532 nm etwa
86% und bei 640 nm etwa 80% des Lichts.
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Zusätzlich zu dem eigentlichen Aktivierungslaser befindet sich im Aufbau noch ein grüner
Dauerstrich-Laser (frequenzverdoppelter Nd:YAG, Spectra-Physics Millenia X) mit einer
Wellenlänge von 532 nm. Dieser Laser dient jedoch nur dazu die Grenzfläche zwischen Glas
und Lack bzw. Lösungsmittel zu finden. Genau wie der Aktivierungslaser wird auch dieser
zusätzliche Strahl erst manuell abgeschwächt, im Durchmesser verkleinert und durchläuft dann
einen akustooptischen Modulator (AA MQ110-A1.5-VIS-WLG). Anschließend wird er ins
Mikroskop eingekoppelt und zirkular polarisiert. Man sollte dafür sorgen, dass beide Fokusse
exakt übereinander liegen, weil sich sonst ein Versatz bei der Grenzflächenbestimmung
ergibt. Zuerst werden beide Fokusse grob justiert, indem die beiden Strahlen mit Hilfe von
Justierkärtchen und Lochblenden übereinander gelegt werden. Die Feinjustage geschieht
softwaretechnisch. Dabei werden Goldpartikel mit einem Durchmesser von circa 100 nm durch
den Fokus bewegt und das reflektierte Licht mit einer Photodiode konfokal detektiert.
Um die Probe über eine Kamera betrachten zu können befindet sich eine Licht-emittierende
Diode (LED) mit einer Wellenlänge von 630 nm über dem Kondensor und dient als nicht
erwärmende Lichtquelle. So erhält man ein hellfeldmikroskopisches Bild auf der Kamera
(Leica DFC 350FX).
Das zu verwendende Deckglas wird auf einen Halter geklebt, der dann mit einem Piezotisch
(Physik Instrumente P-527.3CL) verschraubt wird. Der Piezotisch hat einen Stellweg von
200 µm × 200 µm × 20 µm und ist auf einer Bühne (Märzhäuser Wetzlar, SCAN IM 120
x 100) befestigt. Der Verfahrweg der Bühne beträgt 120 mm × 100 mm. So kann man
computergesteuert verschiedene Punkte auf der Probe anfahren und anschließend mit dem
Piezo die gewünschte Trajektorie mit der gewünschten Laserleistung abfahren.
Der Aufbau wird von einem Computer und einer in Matlab und Labview programmierten
Software angesteuert. Es werden analoge und digitale Ausgänge von National Instruments PCI-
Karten verwendet (NI-6731 und NI-MIO-16XE-10). Der Piezo, der AOM und der EOM werden
über ein analoges Spannungssignal betrieben. Die Kamera wird von einer dedizierten PCI-Karte
ausgelesen. Die Beschreibung des Aufbaus wurde teilweise aus Referenz [241] übernommen.
3.2. Fotolacke und ihre Funktionsweise 29
3.2 Fotolacke und ihre Funktionsweise
Im folgenden Kapitel wird die Funktionsweise sowie die Vor- und Nachteile der verwendeten
Fotolacke beschrieben. Als erstes wird der Mechanismus der radikalischen Polymerisation
näher betrachtet, da es sich hierbei um den am häufigsten vorkommenden Mechanismus beim
DLS handelt. Anschließend werden die verwendeten Fotolacke genauer beschrieben. Dabei
handelt es sich um Ormocomp, einen kommerziell erhältlicher Fotolack der Firma Micro Resist
Technology GmbH sowie weiteren selbst hergestellten Fotolacke. Diese enthalten Monomere
mit reaktiven Acrylgruppen1 und einen Fotoinitiator. Wird diese Suspension nun mit Licht einer
bestimmten Wellenlänge bestrahlt, polymerisiert sie und man erhält ein Polyacrylat. Zudem
werden einige Verbesserungen in der Herstellung der Strukturen für die Zellversuche eingeführt.
So konnte sowohl die Qualität als auch die Reproduzierbarkeit deutlich gesteigert werden. Als
letztes wird noch ein anderer Polymerisationsprozess und der daraus resultierende Fotolack
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Abbildung 3.6: Absorptionsspektren unterschiedlicher Konzentrationen der Fotoinitiatoren Irgacure 369 und 819
in Acetonitril. Darunter befinden sich die jeweiligen Molekülstrukturen. Abbildung nach [242].
Die Radikalpolymerisation ist eine Kettenpolymerisation, die im richtigen Zusammenhang
oft auch nur als Polymerisation bezeichnet wird. Dabei werden Bausteine, die sogenannten
Monomere, chemisch miteinander verkettet und so der Polymerisationsgrad2 erhöht. Die
verketteten Monomere werden als Polymer bezeichnet. Besitzt ein Monomer nur eine
funktionelle Gruppe, bilden sich nur lange Polymerketten. Um eine Quervernetzung der
1Acrylate zählen zu den Alkenen, dabei handelt es sich um eine organische Verbindung die an einer beliebigen
Stelle mindestens eine Kohlenstoff-Kohlenstoff-Doppelbindung besitzt.
2Als Polymerisationsgrad bezeichnet man die Anzahl der Monomereinheiten pro Polymermolekül.









Abbildung 3.7: Vereinfachte Darstellung der Radikalaufspaltung von Irgacure 369.
Monomere zu erreichen müssen diese mindestens bifunktionell sein. In den meisten Fällen
kann man sagen, dass weniger stark quervernetze Polymere der selben Art weicher sind,
wohingegen Polymere mit einem hohen Vernetzungsgrad härter sind. Ein weiterer wichtiger
Aspekt für biologische Anwendungen ist, dass schwach vernetze hydrophile Polymere auch
eher anschwellen wenn man sie in eine wässrige Lösung (z. B. Zellkulturmedium) legt.
Zum Starten einer Polymerisation ist ein Initiator nötig. Es gibt thermische Initiatoren und
Photoinitiatoren. Bei Letzteren handelt sich um Initiatoren, die durch Licht aktiviert werden.
Deshalb werden in dieser Arbeit ausschließlich Photoinitiatoren verwendet.
Die meisten Monomere werden beim Direkten Laserschreiben über eine radikalische
Polymerisation miteinander verknüpft. Um eine radikalische Polymerisation zu starten, benötigt
man einen Radikalinitiator (I). Dieser wird über einen fotochemischen Vorgang in Radikale
aufgespalten, die sich zusammen mit den Monomeren (M) zu Monomerradikalen (P1•)
verbinden.
I2 → 2I• (3.4)
I •+M→ P1• (3.5)
Ein solches Monomerradikal reagiert mit weiteren Monomeren zu einem Polymerradikal
(P•), welches mit weiteren Monomeren reagiert. Treffen jedoch zwei Polymerradikale
aufeinander kommt es zur Termination (Abbruchreaktion) und die Polymerisation wird
gestoppt. Die Polymerisation kann auch abgebrochen werden, wenn ein Polymerradikal auf
ein Monomerradikal oder ein Initiatorradikal trifft [243].
Pn •+M→ Pn+1• (3.6)
Pn •+Pm• → Pnm (3.7)
Den Monomeren werden Hemmsubstanzen (Inhibitor, Quencher) beigemischt, um die
Lagerstabilität zu erhöhen. Die in dieser Arbeit verwendeten Monomere enthalten den
Inhibitor 4-Methoxyphenol. Sollte in dem Monomer ein Radikal entstehen, dann wird
eine Polymerisation meist durch einen solchen Quencher aufgehalten, indem reaktionsträge
Radikale gebildet werden. Diese reaktionsträgen Radikale können keine weitere Polymerisation
auslösen [243]. Für die Anwendung des Direkten Laserschreibens hat der Inhibitor im
Monomer noch einen weiteren Vorteil: Er stoppt die Polymerisation sobald Radikale aus dem
Laserfokus hinausdiffundieren, sodass sich der Voxel bzw. die geschriebene Linie nicht weiter
ausbreitet. Dieser Prozess des Nachpolymerisierens konnte mit Hilfe einer CCD-Kamera


































Abbildung 3.8: Schematischer Ablauf der photoinitiierten, radikalischen Polymerisationsreaktion am Beispiel
von Polyethylenglykoldiacrylat. Ein Initiatorradikal trifft auf die Acrylatgruppe des Polymers, wodurch ein
Monomerradikal entsteht. Dieses Monomerradikal kann sich mit anderen Monomeren verketten und lange
Polymerketten bilden.
beobachtet werden, als mit quencherfreiem Monomer geschrieben wurde (nicht gezeigt). Es
konnte gezeigt werden, dass man unter Sauerstoffatmosphäre beim Direkten Laserschreiben
eine höhere Schwellleistung benötigt [244]. Daraus lässt sich schließen, dass Fotolacke und
Monomere auch den natürlichen Inhibitor Sauerstoff enthalten und es ratsam ist, diese nicht
unter reiner Stickstoffatmosphäre aufzubewahren oder zu verwenden.
Die selbst hergestellten Fotolacke enthalten als Initiator den kommerziell erhältlichen
Fotoinitiator Irgacure 369, 3793 oder 819 von BASF (früher Ciba Chemicals). Diese Initiatoren
eignen sich aufgrund ihrer Eigenschaften hervorragend für das DLS. Das liegt zum einen daran,
dass die Absorptionsspektren (siehe Abbildung 3.6) knapp über die halbe Wellenlänge des
Lasers reichen, weshalb sich die oben genannten Irgacure Initiatoren in unserem Fall für die
Zwei-Photonenabsorption eignen. Ein weiterer Grund ist die hohe Quanteneffizienz4. Irgacure
369 besteht aus dem Molekül 2-Benzyl-2-dimethylamino-1-(4-morpholino phenyl)-butanon-1
und Irgacure 819 besteht aus dem Molekül Bis(2,4,6-trimethylbenzoyl)-phenylphosphinoxid.
Treffen Photonen mit einer bestimmten Mindestenergie auf dieses Molekül, so wird es angeregt
und zerfällt in zwei Radikale. Dabei wird in den meisten Fällen eine C-C-Einfachbindung
aufgebrochen (siehe Abbildung 3.7 für die Radikalaufspaltung am Beispiel von Irgacure 369).
Die freien Radikale greifen nun an der CH2-Gruppe des Acrylats an und generieren so
das Monomerradikal [245]. Dieses Monomerradikal kann weitere Kettenwachstumsreaktionen
durchführen. In Abbildung 3.8 wird schematisch gezeigt wie die Kettenwachstumsreaktion von
Polyethylenglykoldiacrylat an einer der beiden Acrylatgruppen abläuft. Besitzt das Monomer
nur eine funktionelle Acrylat-Gruppe, so bilden sich lange, unverzweigte Polymerketten.
Sobald das Monomer mehrere funktionelle Acrylat-Gruppen besitzt, kommt es zu einer
Quervernetzung der Monomere und die Polymere werden unter anderem mechanisch stabiler.
3Irgacure 369 und 379 sind nahezu identisch. Sie unterscheiden sich nur in der Position der Dimethylamino- und
Benzylgruppe. Diese wurden einfach vertauscht. Deshalb sind die Absorptionsspektren sehr ähnlich und werden
nicht gesondert gezeigt.
4Die Quanteneffizienz gibt ein Verhältnis aus absorbierten Photonen und der Anzahl der daraus folgenden
Reaktionen an.
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3.2.2 Ormocomp
Abbildung 3.9: Zusammensetzung und Eigenschaften von Ormoceren. Abbildung aus [246].
Sowohl in der Diplomarbeit von Joachim Fischer als auch in mehreren Publikationen
wurde gezeigt, dass sich aus Ormocomp (Micro Resist Technology GmbH) dreidimensionale
Mikrostrukturen herstellen lassen, die man mit EZM-Proteinen funktionalisieren kann [247,
5, 186]. Die ersten dreidimensionalen Strukturen aus Ormocer wurden bereits 2003 von einer
Arbeitsgruppe am Laser Zentrum Hannover hergestellt [248].
Ormocomp gehört zur Familie der Ormocere, die vom Fraunhofer Institut für Silikatforschung
in Würzburg entwickelt wurden. Das Akronym Ormocer steht für ORganically MOdified
CERamics. Es ist also ein anorganisch-organisches Hybridpolymer, das die Eigenschaften
von Silikonen, Keramiken und Polymeren vereint. Ursprünglich wurden die Ormocere zur
Konservierung und Verklebung historischer Gläser entwickelt. Mittlerweile weisen sie ein
breites Anwendungsspektrum auf. Dazu zählt die Herstellung von dentalen Werkstoffen, Folien
und Fasern. Des weiteren werden sie auch in der Optik eingesetzt.
Ormocere setzen sich aus verschiedenen Strukturelementen zusammen, welche die resultieren-
den Struktureigenschaften beeinflussen. So wirkt sich z.B die relative Anzahl von funktionellen
Gruppen auf die Härte und Polarität des polymerisierten Lackes aus. Die Art und Anzahl der
Heteroatome (Al, Ti, Zr) in der anorganischen Struktureinheit wirkt sich eher auf die Brechzahl
aus. Das anorganische Silikatnetzwerk und die organische Quervernetzung wirken sich auf die
thermische Verformbarkeit aus (siehe auch Abbildung 3.9).
Da Ormocomp keine Lösungsmittel enthält, die vor dem Belichten noch ausgebacken werden
müssten, kann einfach ein Tropfen auf das Deckglas gegeben und mit dem Direkten
Laserschreiben begonnen werden. Nach der Belichtung des Lackes werden die nicht belichteten
Monomere mit einer 1:1 Mischung aus Methylisobutylketon (MIBK) und Isopropanol gelöst
und vom Deckglas gespült. Da der Brechungsindex von Ormocomp (n = 1, 518) an den von
einem Deckglas (n = 1, 5255) angepasst ist, mussten anfangs die Deckgläser mit einer ca. 5 nm
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dicken Schicht Titandioxid überzogen werden. Dies geschah mittels Atomlagenabscheidung5.
Die verwendete Anlage ist von Cambridge NanoTech und wird von Andreas Frölich und Tobias























Abbildung 3.10: Strukturformel von Pentaerythritoltriacrylat (links) und -tetraacrylat (rechts).
Häufig besteht das Interesse Strukturen mit hoher Festigkeit herzustellen, beziehungsweise der
Fotolack muss eine hohe Festigkeit aufweisen, damit bestimmte Strukturen realisiert werden
können. Wie in Kapitel 3.2.1 schon erwähnt ist der Vernetzungsgrad ein Indikator für stabile
Polymere. In unserer Arbeitsgruppe werden seit Jahren die Monomere Pentaerythritoltriacrylat
(PETA) oder Pentaerythritoltetraacrylat (PETTA) verwendet (beide von Sigma Aldrich, siehe
Abbildung 3.10) [236]. Beide Monomere eignen sich aufgrund der drei beziehungsweise
vier Acrylat-Gruppen hervorragend um hochfeste Polymere herzustellen. Sie weisen eine
hohe Viskosität auf, weshalb bereits geschriebene, freistehende Bereiche nicht so schnell ihre
Position durch Diffusion verlassen. Es lassen sich dennoch verschiedene Fotoinitiatoren gut
darin lösen und man benötigt kein Lösungsmittel. Man sollte möglichst immer Lacke ohne
Lösungsmittel verwenden, da sich sonst die Schreibeigenschaften während des DLS durch
verdunsten des Lösungsmittels ändern können. Zudem kann man Fotolacke ohne Lösungsmittel
auch für das sogenannte Dip-in-Verfahren6 [230] verwenden, da einige Lösungsmittel das
Objektiv beschädigen.
Ein häufig verwendetes Einsatzgebiet von PETA in unserer Arbeitsgruppe ist die hochauflö-
sende Lithographie (auch: STED7 inspiriertes Direktes Laserschreiben). Da hier nur sehr feine
Strukturen hergestellt werden, ist ein stabiles Polymer essentiell.
5Der gebräuchlichere Name ist atomic layer deposition (ALD). Mit diesem Verfahren ist es möglich
atomare Schichten eines gewünschten Atoms oder Moleküls an der Oberfläche eines nahezu beliebigen Stoffes
abzuscheiden.
6Beim Dip-in-DLS wird nicht in der normalerweise üblichen Konfiguration (Objektiv, Immersionsöl, Deckglas,
Fotolack) geschrieben, sondern das Immersionsöl wird durch den Fotolack ersetzt. So wird der Laserstrahl
direkt durch den Fotolack auf die Deckglasunterseite fokussiert. Dadurch ist die Strukturhöhe nicht mehr durch
Arbeitsabstand des Objektivs beschränkt. Und da der Fotolack durch eine 2PA polymerisiert wird, läuft man nicht
Gefahr, den Fotolack an der Objektivlinse zu polymerisieren, wodurch das Objektiv unbrauchbar wird.
7STED steht für stimulated emission depletion. STED wurde ursprünglich für die Fluoreszenzmikroskopie
entwickelt. Es ermöglicht einem, durch gezieltes Umschalten von Molekülzuständen, eine Auflösung unterhalb
des Beugungslimits zu erreichen. Stefan Hell hat diese Mikroskopie-Methode theoretisch vorhergesagt und auch
experimentell bewiesen [249, 250]. Joachim Fischer nutzt diese Methode für hochaufgelöste Lithografie [212].
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Die mechanischen Eigenschaften von PETTA sind mit denen von SU-8 vergleichbar (E = 2-
5 GPa) [251, 252, 253], jedoch ist der Umgang mit PETA benutzerfreundlicher als der mit SU-
8. Da SU-8 Lösungsmittel enthält muss er aufgeschleudert und anschließend gebacken werden.
Nach dem Belichten ist ein weiterer Backschritt zur Quervernetzung nötig. Ein weiterer Vorteil
von PETA gegenüber SU-8 ist, dass es auf dem Glassubstrat besser haftet, wenn dieses vorher
silanisiert wurde. Zudem kann man mit PETA 3D Mikrostrukturen auf dünnen und porösen
Polymerfolien herstellen und so das Verhalten von Zellen auf spezielle Botenstoffe erforschen
[6].
3.2.4 Polyethylenglykoldiacrylat (PEG-DA)
Polyethylenglykol wird schon seit einigen Jahren in der Zellbiologie verwendet. Bei
Molekularmassen ab 500 Da ist PEG schon zähflüssig und wird ab einer Molekularmasse
von 1500 Da bei Raumtemperatur fest. Das pulverförmige, feste PEG mischt man mit einem
flüssigen PEG um daraus Gele herzustellen, auf denen Zellen kultiviert werden können. Diese
Gele sind wasserlöslich, wobei sich Polyethylenglykol selbst in festem Zustand noch in Wasser
lösen lässt.
Zudem ist PEG hygroskopisch wodurch ein Anschwellen von PEG-Gelen in Wasser beobachtet
werden kann. Durch radikalische Polymerisation ist es ebenfalls möglich Gele aus PEG
herzustellen. Meistens verwendet man Polyethylenglykoldiacrylat (PEG-DA, siehe auch
Abbildung 3.8) als Monomer [254]. Die Proteinadsorption und die Zelladhäsion ist auf diesen
Hydrogelen im Vergleich zu anderen Materialien wesentlich reduziert [255][256]. Das ist ein
erster Hinweis dafür, dass man aus PEG-DA dreidimensionale Strukturen herstellen könnte,
die proteinabweisend sind und somit als antiadhäsive Basis dienen könnten. In den ersten
Experimenten wurden dreidimensionale Strukturen in PEG-DA-Hydrogelen hergestellt, indem
man eine fotoaktivierbare Lösung in das Gel diffundieren ließ und dann bestimmte Bereiche
mit Hilfe eines Lasers polymerisierte. Das Elastizitätsmodul verdoppelte sich an diesen
Stellen, weil die Quervernetzung dort erhöht wurde [257]. Leider gehen die Angaben für das
Elastizitätsmodul weit auseinander. Hahn et al. geben ein Wert zwischen 3 kPa und 8 kPa
an [257]. Nemir et al. bestimmt das Elastizitätsmodul auf fast 300 kPa [258] und Brey et al.
sogar auf 2 MPa [259]. Diese großen Unterschiede hängen zum einen von den unterschiedlich
langen PEG-DA Monomeren ab, andererseits spielt die hygroskopische Eigenschaft von PEG
auch eine große Rolle. So sinkt das Elastizitätsmodul mit steigender Wasseraufnahme. Um
unterschiedlich weiche Gele herzustellen, kann man auch die hydrophile Eigenschaft von PEG
nutzen und es schon vor dem Belichten in verschiedenen Konzentrationen mit Wasser mischen.
Polyethylenglykol ist viel weicher als Ormocomp, das ein Elastizitätsmodul von 800 MPa
aufweist [5].
Bereits 2003 wurde ein PEG-DA mit einer molaren Masse von 575 Da verwendet um
Kompartimente mittels UV Lithographie herzustellen, in denen Zellen gezielt kultiviert werden
konnten [260, 261]. Als Photoinitiator wurde 2,2-Dimethoxy-2-phenylacetophenon verwendet.
Die ersten freistehenden, dreidimensionalen Strukturen aus PEG-DA stellten Ovsianikov et
al. her [262], welche relativ groß (Gitterkonstante: ca. 400 µm) waren. Sehr viel kleinere
Strukturen, die für Einzelexperimente geeignet sind, wurden von Lasagni et al. zum ersten mal
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hergestellt [263]. Dabei handelt es sich um Säulen mit einem Durchmesser von 1 µm.
Wir nehmen an, dass PEG-DA gut geeignet ist, um dreidimensionale Strukturen herzustellen,
die protein- und zellabweisend sind. Wegen seiner für uns geeigneten Eigenschaften wird
Irgacure 369 als Fotoinitiator verwendet. Um den Fotolack herzustellen, gibt man 3 gew.%
Irgacure 369 zu dem Monomer PEG-DA (M ≈ 700 g mol−1 oder 575 g mol−1, Sigma Aldrich)
und stellt es für eine Stunde ins Ultraschallbad, um eine homogene Mischung zu erhalten.
Das restliche Monomer wird nach der Herstellung der Strukturen in Isopropanol gelöst und
abgespült.
Bereits in meiner Diplomarbeit beschäftigte ich mich mit Fotolacken auf PEG Basis. Es
wurde relativ schnell ersichtlich, dass ein Fotolack, der nur aus PEG-DA besteht, ungewollte
Eigenschaften besitzt. Polythylenglykol ist ein hydrophiles Molekül. Das hat zum einen
den Vorteil, dass, wie oben bereits erwähnt, Zellen und Proteine nicht daran haften. Jedoch
hat es den Nachteil, dass ein Polymer, hergestellt aus PEG, aufgrund seiner Hydrophilität
Wassermoleküle einlagert, was ein Anschwellen zur Folge hat. Um dies zu unterbinden,
muss man für eine höhere Quervernetzung im Polymer sorgen. Deshalb war die Idee ein
zweites Monomer mit möglichst vielen Acrylat-Gruppen in den zellabweisenden Lack zu
mischen. Wie in Kapitel 3.2.3 bereits beschrieben wird in unserer Arbeitsgruppe das Monomer
Pentaerythritoltetraacrylat (PETTA) verwendet, um möglichst kleine und stabile Strukturen
herzustellen. Es besitzt vier Acrylat-Gruppen und würde sich deshalb gut als zusätzlicher
Quervernetzer eignen.
Aus dieser Kombination wurden bereits Gele und 2,5D-Strukturen hergestellt. Mellott
et al. [264] untersuchten, wie sich Hydrogele in Wasser verhalten, die aus PEG575 und
Pentaerythritoltriacrylat hergestellt wurden. Sie fanden heraus, dass der Volumenzuwachs
bei einem Mischungsverhältnis von 10:2 um ca. 50% reduziert ist, im Vergleich zu reinen
PEG-Gelen. Tsutsui et al. [265] stellten 2,5D-Strukturen her. Als erstes untersuchten
sie, wie sich die Zugabe von PETA das Ablösen der Strukturen in PBS von der mit 3-
Methacryloxypropyltrimethoxysilan funktionalisierten Glasoberfläche auswirkt. Sie konnten
die Haltbarkeit von nicht einmal einem Tag auf 30 Tage steigern, indem sie einen Fotolack
bestehend aus PEG575, 20 gew.% PETTA und 20 vol.% Wasser herstellten. Dann kultivierten
sie HeLa-Zellen8 in diesen Mikrovertiefungen. Selbst nach 6 Tagen waren die Strukturen noch
intakt und die Zellen blieben in den Vertiefungen. Außerdem fanden Brey et al. [259] heraus,
dass sich der Elastizitätsmodul verdoppelt, wenn man 10 gew.% Pentaerythritoltriacrylat zu
PEG575 mischt und Gele daraus herstellt. Und zudem, dass die passivierenden Eigenschaften,
im Vergleich zu reinem PEG575-Gelen, teilweise erhalten blieben. Daraus läßt sich schließen,
dass ein Fotolack aus PEG575 und geringen Mengen PETTA sich für unsere Zwecke eignen
könnte.
Da sich diese Änderungen am Fotolack auch auf die Proteinadsorption auswirken kann,
musste dies noch untersucht werden. Hierzu wurden zweidimensionale Teststrukturen aus den
jeweiligen Fotolacken hergestellt. Diese sind 240 µm × 240 µm groß. Im Inneren befinden sich
vier äquidistante, 40 µm × 40 µm große Freiräume. Diese Freiräume werden in einem zweiten
DLS-Schritt mit Ormocomp bedeckt (siehe Abbildung 3.11). Um eine statistische Aussage
8HeLa-Zellen sind menschliche Epithelzellen.
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über die Fibronektin- und Zelladhäsion machen zu können, wurden auf jedes Deckglas 16
dieser Felder leicht überlappend geschrieben.
Für die folgenden Experimente wurden primäre Hühnerfibroblasten verwendet, da primäre
Fibroblasten größer als die meisten Zellen von Zelllinien sind und sich daher besser für die
späteren 3D-Strukturen eignen. Zudem besitzen sie eine hohe Motilität und wachsen aufgrund
ihrer eigentlichen Lokalisierung sehr gut in den 3D Polymerstrukturen. Deshalb wird auch
die statistische Auswertung der Fibronektin- und Paxillinbedeckung schon mit diesem Zelltyp
durchgeführt.
Nach dem Fixieren und der Immunfärbung der Zellen wurden von den Substraten LSM-
Bilder aufgenommen. Die Übersichtsbilder wurden mit einem 10× Luftobjektiv und die
240 µm× 240 µm großen Felder wurden mit einem 40× Wasserobjektiv gemacht. Es wurden
vier Fluoreszenzkanäle (Zellkern-DAPI, Aktin-Alexa488, Fibronektin-Cy3, Paxillin-Cy5)
und das Durchlichtbild aufgenommen. Anschließend wurde eine Maximalprojektion9 aller
Bildstapel gemacht und die einzelnen Kanäle wurden zusätzlich als Graustufenbilder
abgespeichert. Der Helligkeitswert der einzelnen Pixel gibt Aufschluss darüber, ob und wie
stark das Protein an dieser Stelle adsorbiert wurde. Die Auswertung der Bilder erfolgte mit
dem Programm Metamorph (Molecular Devices).
An zellfreien Stellen wird die durchschnittliche Fibronektinintensität der Fotolacke auf
PEG-Basis und von Ormocomp gemessen. Aus den daraus resultierenden Mittelwerten bildet
man den Quotient von PEG-DA/PETTA zu Ormocomp. Um eine einheitliche Form zu erhalten,
normiert man das Verhältnis PETA/Ormocomp auf eins und gleicht die anderen Verhältnisse
dementsprechend an (siehe Abbildung 3.11 a)).
Um die Paxillinbedeckung zu messen, wurde ein Schwellwert für die Pixelhelligkeit eingestellt,
ab dem ein bestimmter Pixel als Zellkontaktfläche gewertet wird. Da man die Zellkonzentration
auf den Substraten nicht genau kontrollieren kann, bildet man den Quotienten aus der mit
Paxillin bedeckten Fläche und der Gesamtfläche für die verschiedenen Lacke. Anschließend
bildet man den Quotienten aus dem gemittelten Verhältnis von Paxillinbedeckung pro
Lackfläche auf PEG-Basis und der gemittelten Paxillinbedeckung pro Ormocompfläche (siehe
Abbildung 3.11 (b)). Mit dem 40×Wasserobjektiv konnten Felder der Größe 240 µm× 240 µm
aufgenommen werden. Zur Auswertung wurde immer die gesamte Fläche verwendet. Deshalb
kann es vorkommen, dass es kontaktfreie Stellen gibt, wodurch der große Fehlerbalken bei der
Paxillinbedeckung entsteht.
Wie zu erwarten war, korreliert die Paxillinbedeckung und somit die der Zellkontakte auf den
Lacken mit der Fibronektinbedeckung der Lacke.
Die proteinabweisenden Eigenschaften sind für das reine PEG-DA und das PEG-DA mit 4,8
gew.% PETTA am besten. Zudem sind kaum Zellkontakte auf den flachen Strukturen aus
diesen Lacken zu finden. Ab einer Zugabe von 9,1 gew.% PETTA zu PEG-DA adsorbiert der
Lack deutlich mehr Fibronektin und auch die Zellen bilden vermehrt Zell/Matrix-Kontakte
auf den 2D-Strukturen aus. Der Lack mit 33,3 gew.% PETTA folgt dem Trend, dass die
9Bei einer Maximalprojektion wird an jeder Stelle der jeweils hellste Pixel der übereinanderliegenden
Bilderstapel verwendet.
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Abbildung 3.11: (a)-(e): Fluoreszenzaufnahmen von 40 µm × 40 µm großen Feldern aus Ormocomp, die von den
unterschiedlichen Fotolacken (Anteil von PETTA in % angegeben) umgeben sind und auf denen Fibroblasten
kultiviert wurden. Aktin (grün), Fibronektin (rot), Paxillin (weiß).(f): Durchschnittsintensität von Fibronektin.
(g): Paxillinbedeckung auf den 2D-Strukturen. Der Quotient aus PETTA und Ormocomp wurde jeweils auf eins
normiert und die anderen Quotienten wurden angeglichen. Abbildung nach [266].
Paxillinbedeckung mit der Zunahme von PETTA im Lack korreliert. Die Fibronektinadsorption
von PETTA, Ormocomp und Glas (nicht gezeigt) ist fast gleich, demnach wachsen Zellen auf
allen drei Materialien gleich gut und bilden auch auf allen Zell/Matrix-Kontakte. PETTA eignet
sich deshalb auch, um harte 3D-Strukturen für Zellexperimente herzustellen [266].
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3.2.5 Thiol-En-Fotolack
Abbildung 3.12: a) Schematische Darstellung der radikalischen Thiol-En-Polymerisation während des Direkten
Laserschreibens und einer daraus resultierenden Woodpile-Struktur. b) Funktionalisierung der Strukturoberfläche
über die freie Thiolgruppe mittels Michael-Addition. Abbildung aus [267].
Der hier vorgestellte Thiol-En-Fotolack wurde von Alexander Quick entwickelt und für
die späteren Versuche bereitgestellt [267]. Wie oben bereits geschrieben wurde, basiert die
Polymerisation bei Acrylatfotolacken auf radikalisches Kettenwachstum. In diesem Kapitel
wird ein Fotolack vorgestellt, dessen Polymerisation auf einer radikalischen Thiol-En-Reaktion
an elektronenreichen Kohlenstoff-Kohlenstoff-Doppelbindungen basiert [267, 268].
Die Namensgebung dieses Reaktionstyps stammt von den beteiligten Molekülen ab. Zum
einen ist eine Thiol-Gruppe (-SH), zum anderen ein Alken an der Polymerisation beteiligt. Die
Reaktion der beiden Edukte miteinander läuft sehr effizient ab und wurde das erste mal 1905
erwähnt [269].
Bei der Thiol-En-Reaktion handelt es sich im klassischen Sinn um eine Klick-Reaktion die
alle Charakteristika erfüllt: quantitative Ausbeute, geringe Konzentration unproblematischer
Katalysatoren, hohe Reaktionsgeschwindigkeit, umweltschonende Lösungsmittel, keine
Aufbereitung, unempfindlich gegen Luft und Wasser [268]. Aufgrund dieser Eigenschaften
ist zu erwarten, dass sich die Thiol-Klickreaktion hervorragend dazu eignet, Polymere für
biologische Anwendungen herzustellen.
Bereits 2004 wurden Polymerfilme mittels radikalischer Thiol-En-Polymerisation hergestellt
[270]. Zudem werden diese Polymere häufig in der Mikrofluidik [271], der Fotolithographie
[272] und der Softlithographie [273] eingesetzt.
Ebenfalls wurde schon 2003 von Belfield und Schafer eine Zwei-Photonen-Polymerisation
gezeigt. Sie benutzten als Fotoinitiator Isopropylthioxanthon und stellten Polymerfilme mit
unterschiedlicher Dicke her [274]. Kürzlich gelang es Adzima et al. die Thiol-En-Chemie
mit der Diels-Alder-Chemie zu kombinieren. Sie stellten so die ersten wirklichen 3D
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Mikrostrukturen mittels 2PA her. Die Gitterkonstante der hergestellten Strukturen war jedoch
noch groß. Der Abstand von aufeinander gestapelten „Balken “ betrug 50 µm und die „Balken
“ an sich hatten einen Durchmesser von 20 µm [275].
Eine der wichtigsten Eigenschaften der mittels Thiol-En hergestellten Strukturen, was sie
auch für die biologische Anwendung sehr interessant macht, ist, dass das Endprodukt freie
Thiol-Gruppen an der Oberfläche besitzt. Diese funktionellen Gruppen lassen sich dazu
verwenden Biomoleküle oder spezielle Adhäsionsmoleküle an die Oberfläche zu binden. Dies
geschieht in der Regel durch die Michael-Addition. Der nukleophile Michael-Donator wird
durch eine Base deprotoniert und das dadurch entstandene Anion reagiert anschließend mit
dem Michael-Akzeptor. In unserem Fall ist der Michael-Donator die Thiol-Gruppe sein und
der Michael-Akzeptor ein Maleimide welches eine funktionelle Gruppe trägt.
Der Thiol-En-Fotolack besteht aus kommerziell erhältlichen oder einfach herzustellenden
Komponenten: dem Fotoinitiator, einem multifunktionellen Thiol und einem multifunktionellen
Allylether. Zudem wird ein Lösungsmittel und ein Quencher im endgültigen Fotolack
benötigt. Für diese Arbeit wurden die einzelnen Komponenten zusammengefügt und später
Funktionalisierungs- und Zellversuche durchgeführt. Um die genaue Funktionsweise zu
erläutern, werden hier kurz Ergebnisse von Alexander Quicks Arbeit vorgestellt. Wichtig ist,
dass man beim Zusammenfügen der einzelnen Komponenten eine bestimmte Reihenfolge
einhält:
• 9,5 mg Bis(2,4,6-trimethylbenzoyl)-phenylphosphinoxid (Irgacure 819)
• 1 mg Hydrochinon
• 170 mg Pentaerythritol tetraallyl ether (PETE)
• 250 mg Pentaerythritol tetrakis(mercaptoacetat)
• 225 µl Dimethylacetamid (DMAC)
Nachdem die Komponenten grob miteinander vermischt wurden, wurde der Fotolack noch
für 30 Minuten ins Ultraschallbad gestellt um eine homogene Mischung zu erhalten. Da der
Fotolack ein Lösungsmittel enthält das verdunstet, muss der Lack während des DLS annähernd
dicht verschlossen werden. Dazu wird ein PDMS-Ring auf das Deckglas gedrückt. In das
Innere des Rings gibt man ein paar Tropfen des Fotolacks. Am Ende wird von oben noch ein
kleines Glasplättchen auf den PDMS-Ring gelegt. Diese Methode erlaubt es über mehrere
Stunden in den Lack zu schreiben. Nach dem Schreiben wurden die Strukturen in Aceton
entwickelt (20 min), mit Aceton abgespült und mit Stickstoff trocken geblasen.
Ein in unserer Arbeitsgruppe üblicher Test um die Performance eines neuen Fotolackes zu
testen, ist das Herstellen einer Woodpile-Struktur10 (Holzstapel-Struktur, Abbildung 3.12).
Da der Thiol-En-Fotolack normale Fotoinitiatoren enthält kann man zur Herstellung der
10Die Woodpile-Struktur zählt zu den Photonischen Kristallen, die eine periodische Brechungsindexverteilung
besitzen. Auf Grund dessen haben sie in einem bestimmten Wellenlängenbereich ein Stoppband. Es wird also keine
elektromagnetische Welle mit diesen bestimmten Wellenlängen transmittiert.
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Abbildung 3.13: REM Bilder einer Woodpile-Struktur, die mittels radikalischer Thiol-En-Polymerisation und DLS
hergestellt wurde. Das Innere der Struktur wurde mittels fokussiertem Ionenstrahlfräsen freigelegt. Die ganze
Struktur wird in a) dargestellt. b) und c) zeigen detailliertere Ausschnitte. b) zeigt eine Aufsicht und in c) kann
man das Innere der Struktur sehen. Der Skalenbalken beträgt in allen Bildern 1 µm. Abbildung aus [267].
3D Strukturen das Nanoscribe Professional System verwenden. Die in Abbildung 3.13
gezeigte Woodpile-Struktur besteht aus 22 Lagen und hat einen lateralen Stababstand von
2 µm. Die verwendete Laserleistung betrug 8 mW und die Schreibgeschwindigkeit betrug
100 µm s−1. Um das Innere der Woodpile-Struktur zu sehen, wurde ein Teil mittels fokusiertem
Ionenstrahlfräsen abgetragen. Die angestrebte Größe der Struktur war 20 µm × 20 µm ×
15,4 µm. Die tatsächliche Höhe des Woodpiles beträgt jedoch nur 12,8 µm. Hierfür gibt es
unterschiedliche Erklärungen. Zum einen schrumpfen Fotolacke nach dem Entwickeln. Dieser
Effekt kann je nach Fotolack und verwendeter Schreibleistung stark oder weniger stark zur
Geltung kommen und hängt mit der Quervernetzung des Polymers zusammen. Zum anderen
hat dieser Fotolack nicht den selben Brechungsindex wie Glas. Deshalb kann es auch zu
Defokussierungsaberrationen kommen.
Nachdem gezeigt werden konnte, dass sich mittels radikalischer Thiol-En-
Polymerisation dreidimensionale Mikrostrukturen herstellen lassen, musste noch die
Oberflächenfunktionalisierung durch eine Michael-Addition gezeigt werden. Dieser Schritt
ist essentiell für biologische Anwendungen. Der prinzipielle Mechanismus der Michael-
Addition ist in Abbildung 3.12 b) gezeigt. Ein Maleimide mit einer funktionellen Gruppe
oder einem Farbstoff bindet kovalent an die freie Thiol-Gruppe an der Oberfläche des Polymers.
Die Funktionalisierung der Oberfläche wurde folgendermaßen durchgeführt: Eine 0,7 mmol
Lösung von N-(5-fluoresceinyl)maleimide in Dimethylformamid (DMF) wurde für 24
Stunden auf die Strukturen gegeben. Um die Michael-Addition zu beschleunigen wurde noch
Triethylamin als Katalysator der Lösung beigefügt. Anschließend wurde die Probe für 20
Minuten in DMF entwickelt, mit Aceton abgespült und trocken geblasen. Um die Probe optimal
zu mikroskopieren, wurde sie noch in Mowiol eingebettet.
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Abbildung 3.14: LSM Aufnahmen von a) einer Woodpile-Struktur und b) des MacroArc-Logos nachdem die
jeweiligen Strukturen mit Maleimide-Fluorescein funktionalisiert wurden. Bei nicht funktionalisierten Strukturen
war keine Fluoreszenz zu beobachten (nicht gezeigt). Der Skalenbalken hat in beiden Abbildungen eine Länge von
10 µm. Abbildung aus [267].
In Abbildung 3.14 a) sieht man eine Woodpile-Struktur, die mit Maleimide-Fluorescein
funktionalisiert wurde. Die Fluoreszenzbilder wurden mit einem Laser-Scanning-Mikroskop
(LSM) aufgenommen. Der Farbstoff wurde mit einer Wellenlänge von 532 nm angeregt und
zwischen 570 nm und 614 nm detektiert. Es wurden zudem verschiedene Proben zur Kontrolle
hergestellt. So zeigten Strukturen, die nicht mit dem Farbstoff funktionalisiert wurden, auch
keine Fluoreszenz (nicht gezeigt). Zudem kann man in Abbildung 3.14 b) die Selektivität der
Michael-Addition sehen. Der Farbstoff befindet sich nur an der Oberfläche des MacroArc
Logos, das sich leicht vom Deckglas abhebt. Das Glassubstrat an sich weist keine Fluoreszenz
auf.
Zudem wurde die Anzahl der an der Oberfläche gebundenen Fluoreszenzmoleküle bestimmt.
Hierfür bestimmte man die durchschnittliche Fluoreszenzintensität an der Oberfläche
von Polymerquadraten (100 µm× 100 µm). Zudem wurde eine Eichkurve für verschiedene
Konzentrationen des Maleimide-Fluorescein in DMF aufgenommen. Durch einen Vergleich der
Fluoreszenzintensität der Oberfläche und Eichkurve kann man eine Aussage über die Anzahl
der Moleküle in der Lösung und somit an der Oberfläche machen. Durch die Annahme dass die
Farbstoffmoleküle nur kovalent an die Oberfläche binden und es keine Oberflächenadsorption
gibt, kann man die Anzahl der freien Thiol-Gruppen pro Flächenelement bestimmen. In dem
Fall für den hier verwendeten Thiol-En-Fotolack befinden sich etwa 200 freie Thiol-Gruppen
pro Quadratmikrometer auf der Oberfläche des Polymers [267].




























































Abbildung 3.15: Schematische Darstellung von 3-Methacryloxypropyltrimethoxysilan und der Funktionsweise
der Silanisierung. (a): Das Silan bindet an die durch das Plasmaätzen aufgebrochenen SiO2-Verbindungen an
der Oberfläche des Glassubstrats. (b): PEG-DA bindet radikalisch an die Methacrylat-Gruppe am Silan. Die
polymerisierten Strukturen sind dadurch kovalent mit der Oberfläche verbunden.
Ormocere haften wegen den enthaltenen anorganischen Silikatnetzwerken (3-
Methacryloxypropyltrimethoxysilan, siehe Abbildung 3.15) sehr gut an Glasoberflächen
[276]. Die Methacrylat-Gruppe des 3-Methacryloxypropyltrimethoxysilans (Si-Methacrylat)
verbindet sich über radikalische Polymerisation mit dem organischen Netzwerk und den
Seitengruppen. Dadurch wird das Silan in die Polymerstruktur eingebunden und die Haftung
des Polymers am Glassubstrat erhöht.
Um die Haftung von PEG-DA an der Glasoberfläche zu erhöhen, kann man nicht auf
den gleichen Mechanismus wie bei den Ormoceren zurückgreifen. Eine Veränderung der
Polymerstruktur könnte die protein- und somit auch die zellabweisenden Eigenschaften des
Lacks zunichte machen. Deshalb wird die Glasoberfläche bereits vor dem Aufbringen des
Lackes mit dem 3-Methacryloxypropyltrimethoxysilan funktionalisiert (siehe Abbildung 3.15).
Die Deckgläser werden dazu mit Isopropanol gereinigt und mit Stickstoff abgeblasen. Um eine
gleichmäßige Silanschicht zu erhalten, werden die Deckgläser anschließend für zehn Minuten
im Plasmaätzer (PlasmaPrep5 von Gala Instrumente) mit Argonplasma geätzt, dadurch
wird die Oberfläche der Deckgläser hydrophilisiert. Die vorbehandelten Deckgläser werden
darauffolgend für eine Stunde in eine 1 mM Lösung aus 3-Methacryloxypropyltrimethoxysilan
und Toluol11 gelegt. Im Anschluss werden die Deckgläser mit Wasser gespült und mit Stickstoff
11Die 1 mM Lösung aus 3-Methacryloxypropyltrimethoxysilan und Toluol sollte man unter Stickstoffat-
mosphäre herstellen, da das Silan hygroskopisch ist und die Methoxysilan-Gruppe mit Wasser zu Silikat
(Siliziumhydroxid) und Methanol reagiert. Silikate sind unlöslich in organischen Lösungsmitteln und flocken aus.
Das Silan wäre unbrauchbar.
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trocken geblasen. Wasser wirkt hierbei zusätzlich als Reaktionsbeschleuniger und sorgt dafür,
dass die Glasoberfläche vollständig mit dem Silan bedeckt wird.
Polymerisiert man PEG-DA (oder andere Fotolacke auf Acrylbasis) mittels DLS auf diesen
silanisierten Deckgläsern, verbindet sich das Methacrylat auf deren Oberfläche mit den
Acrylaten des Polyethylenglykols. Das Polymer bindet nun kovalent an das Glassubstrat
[277, 265, 278], was ein Ablösen der Strukturen während der Zellkultivierung verhindert.
Abbildung 3.16: REM-Bilder von: (a): Säulen auf nicht-funktionalisiertem Deckglas. (b): Höhere Vergrößerung
einer Säule. (c): Säulen auf silanisiertem Deckglas. (d): Höhere Vergrößerung einer Säule. Nachdem ein konstanter
N2-Strom auf sie ausgeübt wurde. Die Haftung des Fotolacks konnte durch die Silanisierung des Deckglases
deutlich gesteigert werden.
Zunächst wurden testweise einige Deckgläser wie oben beschrieben funktionalisiert. Als
Teststruktur wurde ein Feld aus ca. 50 µm hohen Säulen, mit einem Radius von 3 µm,
gewählt. Diese Struktur wurde mit Direktem Laserschreiben auf ein funktionalisiertes und
ein nicht-funktionalisiertes Deckglas geschrieben. Nach dem Entwickeln wurde mit Hilfe
eines Lichtmikroskops gezeigt, dass die Hälfte der Säulen des nicht-funktionalisierten
Deckglases umgefallen waren (nicht gezeigt). Auf dem funktionalisierten Deckglas standen
noch alle Säulen. Die restlichen Säulen konnten durch einen konstanten Stickstoffstrom auf die
Strukturen des nicht-funktionalisierten Deckglases umgeworfen werden. Anschließend wurde
mit den Strukturen auf dem funktionalisierten Deckglas ebenso verfahren und während dessen
unter dem Lichtmikroskop beobachtet. Stoppte man den Stickstoffstrom, standen die Säulen
wieder gerade (Abbildung 3.16).
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3.4 Klick-Funktionalisierung
In den letzten Jahren besteht nicht nur in der Chemie, sondern auch in der Biologie und
Physik das Interesse an schnell ablaufenden und effizienten chemischen Reaktionen [279, 280].
Diese als Klick-Reaktionen bezeichnete Reaktionstypen müssen jedoch folgende Kriterien
erfüllen: hohe Reaktionsgeschwindigkeit bei Raumtemperatur, große Ausbeute, spezifisch
(Orthogonalität), lösungsmittelunabhängig. Zudem ist man mehr und mehr daran interessiert
diese Reaktionen nicht nur ortsaufgelöst, sondern auch zeitaufgelöst ablaufen zu lassen. Für
diese Herausforderung eignet sich Licht als Initiator für Klick-Reaktionen [281]. Es gibt auch
schon Ansätze in denen lichtinduzierte Klick-Reaktionen in Hydrogelen mittels Azid-Alkin-
Cycloaddition durchgeführt wurden [282]. Der Nachteil dieser Methode ist jedoch, dass Kupfer-
Derivate im Reaktionsprozess involviert sind. Für biologische Experimente sind Kupfer-
Verbindungen eher ungeeignet, da sie die Biokompatibilität des Endprodukts beeinflussen
können. Gerade in Hydrogelen lassen sich nicht gewollte Atome, Moleküle oder Ionen nur
schwer herauswaschen. Ein weiterer Nachteil ist, dass der Prozess durch Radikale aktiviert
wird, welche im Gel diffundieren und somit die Auflösung verschlechtern. Deshalb ist ein
Reaktionsmechanismus der ohne Kupfer gezielt an der Oberfläche ohne Diffusion abläuft
vorzuziehen.
3.4.1 Photoenol
Abbildung 3.17: Photoinduzierte Isomerisierung des 2-Formyl-3-methylphenoxy(FMP)-Derivats und nachfolgen-
de Diels-Alder-[4+2]-Cycloaddition mit einem Dienophil. Abbildung aus [283].
Die Klasse der Photoenole eignet sich hervorragend um solche lichtinduzierten Klick-
Reaktionen durchzuführen. Zu den Photoenolen zählen verschiedene Moleküle. Das
Grundprinzip ist jedoch, dass ein Molekül durch eine Photoisomerisierung eine Diels-Alder-
Reaktion eingeht. Schon länger bekannte Moleküle sind zum Beispiel o-Methylphenylketone
oder -aldehyde die in ein Hydroxy-o-chinodimethan übergehen und eine Klick-Reaktion mit
entsprechenden Partnern eingehen [284, 285].
Es hat sich jedoch herausgestellt, dass eine 2-Formyl-3-methylphenoxy(FMP)-Einheit für
unser Vorhaben geeignet ist. Die durch die Photoisomerisierung gebildete Wasserstoffbrücke
beschleunigt zum einen die Diels-Alder-Reaktion und sorgt zum anderen dafür, dass die
Photoenol-Zwischenstufe (Z-Isomer) langlebiger ist und effizienter gebildet wird. In diesem
Zustand ist das Photoenol ein Dien12 und reagiert mit Dienophilen wie z. B. Maleimid-
Derivaten (siehe Abbildung 3.17)[283].
Erste Versuche mit dem FMP wurden in Lösung durchgeführt. Hierfür wurde das FMP mit
12Bei einem Dien handelt es sich um organische Verbindung mit zwei benachbarten Kohlenstoff-Kohlenstoff-
Doppelbindungen.
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Abbildung 3.18: Synthese des FMP-funktionalisierten Silans. Reagenzien und Bedingungen: a) AlCl3, DCM;
b) 4-(Brommethyl)benzoat, K2CO3, Aceton; c) NaOH, DCM/Methanol (9:1 v/v); d) Ethylchlorformiat, 3-
(Triethoxysilyl)propan-1-amin, THF. Abbildung aus [283].
einem Poly(ethylenglycol)methylether versehen und in Anwesenheit eines Maleimides mit
einer UV-Lampe (λmax = 320 nm) bestrahlt. Bereits nach 15 Minuten wurde ein vollständiger
Umsatz bei Raumtemperatur erreicht. Die Cycloaddition lief nicht nur in den üblichen
Lösungsmitteln (Acetonitril oder Dichlormethan) ab, sondern auch in polaren Lösungsmitteln
wie Wasser oder Dimethylformamid (DMF). Jedoch lauft die Reaktion ineffizienter ab, da
längere Bestrahlungszeiten benötigt wurden um einen vollständigen Umsatz zu erhalten.
Es wurde auch gezeigt, dass ein Maleimid-terminiertes Peptid eine Photokonjugation mit
FMP-Derivaten eingeht [283].
Es handelt sich bei dieser photoinduzierten Diels-Alder-Cycloaddition um die Methode der
Wahl um Biokonjugationen ohne Katalysatoren schnell, effizient und in milden Lösungsmitteln
durchzuführen. Ein weiterer Vorteil dieser Methode ist, dass es sehr viele Maleimido-
funktionalisierte (Bio)Moleküle gibt die später verwenden werden können. Da wir daran
interessiert sind die Oberfläche einer 3D Mikrostruktur mit dem photoaktivierbaren Molekül
zu beschichten um anschließend eine ortsaufgelöste Biokonjugation zu ermöglichen. Eine
häufig verwendete Methode um Glas oder Silizium kovalent mit einem Molekül zu beschichten
ist die Silanisierung (siehe auch Kapitel 3.3). Deshalb wurde von Thomas Pauloehrl ein
FMP-funktionalisiertes Silan hergestellt. In Abbildung 3.18 ist schematisch dargestellt wie die
Synthese des Photoenol-Silans abläuft [283].
Die nun silanisierten Silizium-Oberflächen konnten anschließend getestet werden. Zum einen
wurde mittels Röntgenphotoelektronenspektroskopie gezeigt, dass sich das Photoenol-Silan
an der Oberfläche befindet. Zum anderen wurde gezeigt, dass sich Maleimido-Derivate über
die Diels-Alder-Cycloaddition an die Oberfläche binden lassen. Ein weiterer Vorteil des
hier verwendeten Photoenols ist, dass die während der Bestrahlung gebildete Dien-Spezies
vollständig umkehrbar ist, sobald das UV-Licht ausgeschaltet ist. Da die FMP-Gruppe nur
während sie bestrahlt wird reaktiv ist und zum selben Zeitpunkt auch ein Dienophil anwesend
sein muss, damit es zu einer Cycloaddition kommt, ist ein nachträgliches Schützen der
FMP-Gruppe nicht notwendig. Das erleichtert die Handhabung und Lagerung der Proben.
Die FMP-Gruppe ist somit ein lichtschaltbares Molekül. Im Gegensatz zu vielen anderen
photoaktivierbaren Molekülen, bei denen eine Schutzgruppe durch Bestrahlung abgelöst und
eine reaktive Gruppe freigelegt wird. Diese Schaltbarkeit der beiden Zustände bringt noch
andere Vorteile (siehe Kapitel 6).
46 Kapitel 3. Experimentelle Methoden
Abbildung 3.19: a) Prinzip der doppelten photoinduzierten Musterung mit Maleimido-PEG und dem ATRP-
Initiator. b) ToF-SIMS-Daten belegen die erfolgreiche Musterung mit dem Polymer (links). Die ursprüngliche
Photoreaktivität bleibt auf den unbestrahlten Bereichen erhalten und kann für eine weitere Diels-Alder-
Funktionalisierung durch vollständige Bestrahlung in Gegenwart des Maleimid-ATRP-Initiators verwendet
werden. Abbildung aus [283].
Um das nun existente System zu testen wurde ein mit dem Photoenol-Silan beschichteter
Siliziumwafer in Anwesenheit eines Maleimido-terminierten PEG-Methylethers (Mal-PEG,
8 in Abbildung 3.19) durch eine Maske belichtet. Nach einem Waschschritt wurde der
komplette Wafer in Gegenwart eines Brom-haltigen Dienophils (Mal-Br, 7 in Abbildung 3.19)
bestrahlt (siehe auch Abbildung 3.19 a)). Mittels Flugzeit-Sekundärionen-Massenspektrometrie
(ToF-SIMS), eine Methode zur räumlich aufgelösten Analyse von molekularen Mustern auf
Oberflächen, wurde bestimmt welche Moleküle sich auf der Probe befinden. In Abbildung
3.19 b) kann man deutlich erkennen, dass auf dem durch die Maske bestrahlten Bereich
nur PEG-Verbindungen nachweisbar sind (links), während sich auf dem global bestrahlen
Bereich Brom-haltige Verbindungen befinden (rechts). Interessanterweise konnte durch die
Verwendung dieser beider unterschiedlicher Moleküle gezeigt werden, dass man die Oberfläche
entweder direkt mit Mal-PEG funktionalisieren kann (Grafting-to-Ansatz) oder das verwendete
Mal-Br für einen Grafting-from-Ansatz nutzen kann. So lassen sich mit Hilfe des Mal-Br
Polymere direkt von der Oberfläche mittels metallkatalysierter radikalischer Polymerisation
wachsen [286, 287]. Eine solche kontrollierte Radikalpolymerisation, die Atom Transfer
Radical Polymerization (ATRP), wird in Kapitel 4.3.5 genauer behandelt.
Abschließend lässt sich sagen, dass sich das hier vorgestellte Photoenol-Silan dazu eignet,
Silizium- oder Glas-Oberflächen damit zu beschichten und anschließend ortsaufgelöst mit
mehreren Molekülen zu funktionalisieren. Die photoinduzierte Reaktion der FMP-Gruppe
mit Dienophil-Derivaten läuft dabei so schnell und effektiv ab, dass keine Kontamination
der unterschiedlich funktionalisierten Oberflächen mit den jeweiligen anderen Molekülen
festzustellen ist. Es handelt sich bei der hier vorgestellten Diels-Alder-Konjugation um eine
3.4. Klick-Funktionalisierung 47
Klick-Reaktion, die ohne Katalysatoren und unter milden Bedingungen abläuft. Deshalb eignet
sich das Photoenol-Silan für unsere Zwecke.
Die Silanisierung erfolgte immer folgendermaßen:
Die Proben werden mit Isopropanol gereinigt und mit Stickstoff abgeblasen. Um eine
gleichmäßige Silanschicht zu erhalten, werden die Deckgläser anschließend für zehn Minuten
im Plasmaätzer (PlasmaPrep5 von Gala Instrumente) mit Argonplasma geätzt, dadurch wird
die Oberfläche der Deckgläser und Ormocomp-Strukturen hydrophilisiert. Die vorbehandelten
Proben werden darauffolgend für eine Stunde in eine 1 mM Lösung aus FMP-terminierten
Silan und Toluol gelegt. Im Anschluss werden die Deckgläser mit Wasser gespült und mit
Stickstoff trocken geblasen.
Es wurden unterschiedliche Maleimid-terminierte Moleküle verwendet. Einige davon wurden
direkt gekauft, andere wurden entweder von Guillaume Delaittre oder Thomas Paulöhrl
hergestellt:
• Maleimid-Biotin13 (Sigma Aldrich)
• Maleimid-Benzylguanin13 (New England Biolabs)
• Maleimid-Polyethylenglykol (750 g mol−1, Thomas Paulöhrl)
• Maleimid-Polyethylenglykol (2200 g mol−1, Thomas Paulöhrl)
• Maleimid-Poly(oligo(ethylenglykol) Methacrlyat) (Mal-POEGMA) (6550 g mol−1, Guil-
laume Delaittre)
• Maleimid-Bromid bzw. Maleimid-ATRP-Initiator (Guillaume Delaittre)
Aus den verschiedenen Maleimido-Derivaten wurden 0,1 mM Lösungen in DMF hergestellt
und im Kühlschrank gelagert.
3.4.2 Biotin-(Strept)Avidin Mechanismus
Beim Biotin-Avidin-Mechanismus handelt es sich nicht direkt um eine Klick-Reaktion der
beiden Moleküle, da sie nicht kovalent miteinander reagieren. Biotin (Vitamin H) und Avidin
binden jedoch mit einer sehr hohen Affinität (1015 L × mol−1) aneinander [289]. Die Affinität
ist mehr als drei Größenordnungen höher als für die Interaktion von Liganden mit ihren
Antikörpern. Dieser Mechanismus ist schon seit Jahrzehnten bekannt und wurde bereits 1975
von Green beschrieben [290]. Noch effektiver und spezifischer als an Avidin bindet Biotin an
Streptavidin. Streptavidin ist im Gegensatz zu Avidin kein Glykoprotein, hat eine geringere
Ladung und bindet deshalb nicht an Kohlenhydrat-Rezeptoren. An ein Streptavidin oder Avidin
Protein können bis zu vier Biotine binden; an jede Untereinheit eines.
Ein Vorteil des Biotins ist seine geringe Masse von 244,31 Da, wodurch es biologische
13In Lösung wurde die Cycloaddition zwischen einem Photoenol-Derivat und Maleimid-Biotin und Maleimid-
Benzylguanin bereits nachgewisen [288].
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Farbstoff Absorptionsmaxima Emissionsmaxima
Alexa Fluor 488 495 nm 519 nm
Alexa Fluor 568 578 nm 603 nm
Alexa Fluor 647 650 nm 665 nm
Cyanin 3 550 nm 570 nm
Cyanin 5 650 nm 670 nm
Tabelle 3.1: Übersicht der verschiedenen Farbstoffe und Wellenlänge ihrer Absorptionsmaxima bzw.
Emissionsmaxima [292, 293].
Makromoleküle nicht in ihrer Aktivität beeinflusst [289]. Deshalb eignet es sich entweder als
Angriffspunkt für Farbstoffe und wird somit zur Antikörperfärbung verwendet oder durch
Biotinylierung von Proteinen kann man ihre räumliche Position auf Substraten beeinflussen
(Biokonjugation, [291]).
In dieser Arbeit wird der Biotin-(strept)Avidin Mechanismus für zwei unterschiedliche
Aufgaben verwendet:
• Als Fluoreszenzindikator um nachzuweisen, dass die ortsaufgelöste Funktionalisierung
von Oberflächen mittels Direktem Laserschreiben und der in Kapitel 3.4.1 eingeführten
photoaktivierbaren Diels-Alder-Konjugation funktioniert. Hierfür wird ein Maleimido-
terminiertes Biotin (Mal-Bt) an die Oberfläche geklickt. Dieses lässt sich mit
einem Streptavidin-gekoppeltem Fluoreszenzfarbstoff nachweisen. Die dazugehörigen
Ergebnisse sind in den Kapiteln 4.3.2, 4.3.3 und 4.3.4 zu finden.
• Zur gezielten ortsaufgelösten Funktionalisierung von 3D Mikrostrukturen mit EZM Pro-
teinen. Hierfür wird die oben erwähnte Biotinylierung der Proteine vorgenommen. Die so
terminierten Proteine binden so mit hoher Affinität an die zuvor photofunktionalisierten
Bereiche auf den 3D Mikrostrukturen. Die Ergebnisse dieser Methode werden in Kapitel
4.3.5 gezeigt.
Fluoreszenzmarkierung durch Biotin-(Strept)Avidin Mechanismus
In den Kapiteln 4.3.2, 4.3.3 und 4.3.4 wird der Biotin-(Strept)Avidin Mechanismus verwendet
um funktionalisierte Bereiche auf der Probe sichtbar zu machen. Bei diesen Proben handelt
es sich in der Regel um Substrate die mit dem Photoenol-Silan beschichtet wurden. In
einem DLS Schritt wurden Maleimido-terminierte Biotine durch eine Diels-Alder-Konjugation
ortsaufgelöst an die Oberfläche gekoppelt. Um diese Bereiche im Fluoreszenzmikroskop
sichtbar zu machen und damit zu zeigen, dass die FMP-Gruppe wie erwartet reagiert, wurden
sie mit einem Farbstoff-Derivat markiert. Bei dem Derivat handelt es sich um (Strept)Avidin
das mit einem Farbstoff markiert wurde. Üblicherweise sind es Farbstoffe, die in der Biologie
zur Immunhistochemie verwendet werden. Dazu zählen Alexa Fluor 488, 568 und 647 oder die
Cyanin-Farbstoffe (Cy) 3 und 5. Die entsprechenden Absorptions- und Emissionsmaxima sind
in Tabelle 3.1 gezeigt.
Der Färbeprozess eines strukturierten Substrats erfolgte immer folgendermaßen:
Die Substrate wurden nach dem letzten Funktionalisierungsschritt in DMF gewaschen,
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mit Isopropanol abgespült und mit Stickstoff getrocknet. In 200 µl PBS wurden 2 µl der
Stammlösung (1 mg ml−1 in Wasser, z. B. Streptavidin-Cy3) gemischt und für 30 min auf die
Probe gegeben. Um ein Austrocknen der Probe während des Färbeschritts zu verhindern befand
diese sich in einer sogenannten Feuchtekammer. Damit der Farbstoff nicht von der Probe
herunterfließt, wurde das Deckglas auf Parafilm (hydrophob) gelegt. Anschließend wurde das
Substrat dreimal jeweils 10 Minuten mit PBS gewaschen und mit Mowiol eingedeckelt. Die
Probe wurde dann 24 Stunden bei Raumtemperatur aufbewahrt um ein vollständiges Aushärten
des Mowiols zu gewährleisten. Die Langzeitlagerung erfolgte bei 4 °C im Kühlschrank. Zudem
sollte der Lagerort stets dunkel sein, damit es nicht zu Photobleichung der Farbstoffe kommt.





























Abbildung 3.20: Schematische Darstellung der Biotinylierung. Das NHS-terminierte Biotin reagiert mit der
primären Amin-Gruppe zu einem Amid und das N-hydroxysuccinimid wird abgespalten. Abbildung nach [294].
Um eine gezielte ortsaufgelöste Biokonjugation von Proteinen zu erreichen wird häufig
auf den Biotin-(Strept)Avidin Mechanismus zurückgegriffen. Durch eine Biotinylierung
des entsprechenden Proteins erreicht man die Funktionalisierung mit dem Affinitätsmarker.
Biotin ist wegen seiner geringen Masse besser dafür geeignet, da die Wahrscheinlichkeit für
eine Inaktivierung des Proteins geringer ist. Zur Verwendung kommen hierfür sogenannte
(Sulfo-)NHS-Biotine. Der (Sulfo-)NHS-Ester bindet unter neutralen bis leicht alkalischen
Bedingungen (pH 7,2 bis 9) kovalent an freie, primäre Amin-Gruppen. Dabei entsteht eine
Amidverbindung und ein N-hydroxysuccinimid (NHS) bzw. Sulfo-NHS wird freigegeben
(siehe Abbildung 3.20).
Bei der Biotinylierung ist darauf zu achten, dass die wässrige Lösung die das (Sulfo-
)NHS-Biotin enthält schnell verwendet wird, weil das NHS in Wasser hydrolysiert und
Carboxy-Gruppen bildet. Zudem muss die Konzentrationen der jeweiligen Lösungen ((Sulfo-
)NHS-Biotin-Lösung und Protein-Lösung) genau angepasst sein. Befinden sich zu viele
NHS-Ester in der Lösung, werden alle Amino-Gruppen des Proteins mit dem Affinitätsmarker
versehen und so kann es trotz der geringen Masse des Markers zu einer Inaktivierung des
Proteins kommen.
Zur Herstellung von Biotin-Fibronektin (Bt-FN) oder Biotin-Vitronektin (Bt-VN) wurde
das Thermo Scientific EZ-Link Sulfo-NHS-LC-Biotin Kit und humanes Fibronektin bzw.
Vitronektin (Sigma) verwendet. Die Biotinylierung und Aufreinigung erfolgte genau nach
Anleitung. Das Endprodukt (1 mg ml−1 in PBS) wurde aliquotiert (10 µl pro Eppi) und bei
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-20 °C eingefroren.
Die Biokonjugation an der Oberfläche mit dem biotinylierten Fibronektin erfolgte folgender-
maßen:
Die mit Maleimid-Biotin gemusterten Substrate wurden nach dem letzten Funktionalisierungs-
schritt in DMF gewaschen, mit Isopropanol abgespült und mit Stickstoff getrocknet. Die Proben
wurden anschließend in Ethanol (70 %) und PBS gewaschen. In 200 µl PBS wurden 2 µl einer
(Strept)Avidin-Lösung (1 mg ml−1 in PBS) gemischt und für 30 min auf die Probe gegeben.
Dieser Zwischenschritt ist nötig, weil sich Biotin an der Oberfläche und am Protein befindet.
Wenn man davon ausgeht, dass an jedes Biotin an der Oberfläche ein (Strept)Avidin bindet,
dann sind drei freie Bindestellen für das Biotin-Fibronektin oder Biotin-Vitronektin vorhanden.
Es folgte ein dreimaliges Waschen mit PBS alle 10 Minuten. Um nun das Bt-FN bzw. Bt-VN an
das Avidin zu binden wurde die Stammlösung im Verhältnis 1:50 mit PBS gemischt und 200 µl
für 30 Minuten auf eine Probe gegeben. Nach einem letzten Waschschritt (PBS, 3 × 10 min)
wurden Zellen auf den Substraten ausgesät.
3.4.3 SNAP-Tag Mechanismus
Ähnlich wie der oben genannte Biotin-(Strept)Avidin Mechanismus kann man den SNAP-
Tag Mechanismus entweder zur Markierung von Proteinen mit Farbstoffen oder zur
(ortsaufgelösten) Funktionalisierung von Oberflächen verwenden. Es gibt jedoch ein paar
Unterschiede. Beim SNAP-Tag Mechanismus kommt es zu einer kovalenten Bindung zwischen
Agonist (SNAP-Tag) und Antagonist (Benzylguanin). Zudem wird der SNAP-Tag bzw. das
SNAP-Tag Protein durch Manipulation der DNA-Sequenz direkt in der Zelle gebildet. Nun hat
man die Möglichkeit das Protein im Inneren der Zelle durch einen Benzylguanin-terminierten
Farbstoff sichtbar zu machen. Ist man am Protein an sich interessiert, kann man dieses auch von
Bakterien bilden lassen und aufreinigen.
In Abbildung 3.21 wird gezeigt, wie der SNAP-Tag mit dem Benzylguanin (BG) reagiert. Der
SNAP-Tag, der ein Derivat der O6-Methylguanin-DNA-Methyltransferase ist, besitzt eine S−-
Gruppe die das BG zwischen der Benzyl- und Guanin-Gruppe angreift und kovalent an die

































Abbildung 3.21: Schematische Darstellung des SNAP-Tag Mechanismus. Das SNAP-Tag Protein bindet kovalent
an Benzylguanin durch Abspaltung der Guanin-Gruppe. Abbildung nach [295].
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In dieser Arbeit liegt das Augenmerk auf der Modifikation der extrazellulären Matrix, weshalb
verschiedene SNAP-Tag Proteine verwendet wurden. Zum einen grün fluoreszierendes Protein
(GFP) das mit einem His-Tag und einem SNAP-Tag versehen ist, welches zur Visualisierung
der Funktionalisierung verwendet wurde und zum anderen ein His- und SNAP-terminiertes
Cadherin. Die Herstellung erfolgte durch Dagmar Fichtner. Die genauen Protokolle sind in den
Referenzen [95] und [96] zu finden. Hier wird nur beschrieben wie sie auf die funktionalisierten
Oberflächen und 3D Mikrostrukturen angebracht wurden:
Die mit Maleimid-Benzylguanin gemusterten Substrate wurden nach dem letzten Funktionali-
sierungsschritt in DMF gewaschen, mit Isopropanol abgespült und mit Stickstoff getrocknet.
Die Proben wurden anschließend in Ethanol (70 %) und PBS gewaschen. Teilweise wurden die
Proben zusätzlich mit einer Lösung aus 10 gew. % Pluronic F-108 in Wasser für eine Stunde
inkubiert und mit PBS gewaschen um eine zusätzliche Passivierung zu erreichen. Die jeweilige
Stammlösung (GFP oder Cadherin) wurde mit HBS auf eine 4 µM Lösung verdünnt und bei
4 °C mit 13000 U min−1 für 10 Minuten abzentrifugiert um keine Proteinaglomerationen in der
Lösung zu haben. Die erhaltene Lösung wurde im Verhältnis 1:1 mit der 10 %-igen Lösung
von Pluronic F-108 in Wasser vermischt. Das Pluronic F-108 wirkt hier, ähnlich wie BSA in
der Immunhistochemie (siehe Kapitel 3.6.4), unspezifischer Bindung entgegen. Anschließend
wurden 200 µl der Endlösung (2 µM Protein, 5 % Pluronic-108) auf die Probe gegeben und
für zwei Stunden inkubiert. Es folgten Waschschritte mit HBS (3 × 10 min). Wurden die
Substrate zur Zellkultivierung verwendet, erfolgte sie zu diesem Zeitpunkt (siehe Kapitel 3.6.3
und 3.6.4). Wurden die Substrate für Visualisierungszwecke hergestellt, wurden die Proben für
zehn Minuten mit 4 % PFA in PBS fixiert, mit PBS gewaschen (3 × 10 min) und in Mowiol
eingebettet.
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3.5 Charakterisierung der 3D Strukturen
Abbildung 3.22: (a): Lichtmikroskopbild des AFM-Kantilevers nach der Messung. Das elastische PEG-DA haftet
am Kantilever. (b): REM-Aufnahme einer Teststruktur.
In Kapitel 3.2.4 wurde beschrieben wie ein stabilerer und dennoch passivierender PEG-
Fotolack entwickelt wurde. Da es jedoch auch wichtig ist nicht nur eine qualitative sondern
auch eine quantitative Aussage über die Änderung der Steifigkeit machen zu können wird hier
eine passende Methode gezeigt.
Die Hydrogele aus vorhergehenden Publikationen wurden durch das Belichten mit einer
UV-Lampe hergestellt, teilweise wurde zusätzlich Wasser beigemischt [264, 265, 259].
Deshalb können wir keine Aussage darüber treffen, wie der Vernetzungsgrad eines solchen
Mischlacks nach dem DLS ist und wie sich das auf die Festigkeit des polymerisierten
Lackes auswirkt. Zudem wird das Monomer nach dem Belichten mit Isopropanol entfernt,
wodurch unpolymerisierte Bereiche in der Struktur herausgelöst werden könnten. Um
herauszufinden, wie sich verschiedene Mischungsverhältnisse auf die Festigkeit der Strukturen
auswirken, wurden diese mit Hilfe eines Raster-Kraft-Mikroskops (AFM, atomic force
microscope) kalibriert (Abbildung 3.22 (a)). Hierzu wurden spezielle Teststrukturen, wie
in der Diplomarbeit von Joachim Fischer, hergestellt [247]. Die Säulen waren 30 µm hoch
und durch 35 µm lange Seile verbunden (siehe Abbildung 3.22 (b)). Die Seile wurden
mit unterschiedlichen Energien geschrieben um verschieden dicke Seile zu erzeugen. Das
erstaunliche bei PEG-DA ist, dass man durch Schreiben einer Linie runde Seile erhält, obwohl
der Voxel elliptisch ist, deshalb mussten keine Anpassungen diesbezüglich gemacht werden.
Der Grund dafür ist die geringe Festigkeit von PEG-DA. Die Seile ziehen sich nach dem
Entwickeln zusammen und nehmen einen runden Querschnitt an.
Um die Kraftkurven aufzunehmen, wird ein kalibrierter AFM-Kantilever ohne Spitze auf die
Seile gesenkt, bis eine Kraft von 80 bzw. 100 nN erreicht ist. Dabei wird die ausgeübte
Kraft F über die Position der Piezobühne zP aufgetragen. Die daraus resultierenden Kurven
sind in Abbildung 3.23 (a) dargestellt. Wird eine Kraft auf den Kantilever ausgeübt, so
verbiegt dieser sich, weshalb die Position des Piezos nicht direkt der Auslenkung der Seile
entspricht. Um von der Position des Piezos auf die Auslenkung der Seile schließen zu können,
muss für jeden Kantilever eine Referenzkurve F (zP0) aufgenommen werden. Dazu wird der
Kantilever auf das als unendlich hart angenommene Glassubstrat gedrückt. Nimmt man an,
dass die Verbiegung des Kantilevers für gleiche Kräfte immer gleich ist, kann man nun die
3.5. Charakterisierung der 3D Strukturen 53
Seilauslenkung berechnen. Die Strecke, die der Piezo bis zum Erreichen einer bestimmten Kraft
zurücklegt (zP), setzt sich aus der Verbiegung des Kantilevers (zP0) und des Seils (zS) bei einer
bestimmten Kraft Fn zusammen. Also gilt für die Seilverbiegung
zS(Fn) = zP(Fn)− zP0(Fn). (3.8)
Die Seile, der in Abbildung 3.23 (a) gezeigten Kraftkurven, wurden mit verschiedenen Lacken
geschrieben. Als Grundmonomer diente in vier Fällen PEG575 dem unterschiedliche Massen-
Anteile von PETTA (0 %; 4,8 %; 9,1 % und 33,3 %) beigemischt wurden. Außerdem wurde
eine Kraftkurve von einer reinen PETTA-Struktur aufgenommen. Es wurde darauf geachtet,
dass die Balken immer möglichst den gleichen Durchmesser hatten, um die Daten miteinander
vergleichen zu können. Wie erwartet, lassen sich die Seile der reinen PEG575-Struktur am
leichtesten verbiegen. Mit steigendem PETTA-Anteil steigt auch die Kraft, die nötig ist, um
das Seil auszulenken. Also hängt die Steifigkeit mit dem Quervernetzungsgrad zusammen. Die
Referenzkurve ist in Abbildung 3.23 (a) schwarz dargestellt und wurde wie oben beschrieben
aufgenommen. Die tatsächliche Auslenkung der Seile ist in Abbildung 3.23 (b) dargestellt.
Beim Aufnehmen der Daten konnten gummiartige Eigenschaften des Polyethylenglykols
beobachtet werden. So ist zum einen die auslenkende Kraft nahezu linear zur Auslenkung,
wodurch das Hookesche Gesetz in guter Näherung erfüllt ist. Und zum anderen schnappten die
am Kantilever klebenden PEG-Seile, beim Wegfahren des Kantilevers von den Seilen, nach
dem Erreichen einer Mindestkraft zurück in ihren Ausgangszustand (siehe Abbildung 3.22 (a)).
Dieser Vorgang konnte mehrere Male wiederholt werden, ohne dass sich Änderungen in den
Kraftkurven zeigten. Die Strukturen befanden sich während des Aufnehmens der Kraftkurven
nicht in Flüssigkeit, weil wir nur testen wollten ob sich das Beimischen von PETTA auf die
Steifigkeit der Strukturen an sich auswirkt.
Von Joachim Fischer wurde im Rahmen seiner Diplomarbeit gezeigt, dass der Elastizitätsmodul
für alle Seildicken des gleichen Lackes beinahe gleich sind [247]. Trotzdem wurden zunächst
Seile mit unterschiedlichen Durchmessern hergestellt, indem die Energie während des DLS
variiert wurde. So war es möglich Seile zu finden, die den gleichen Durchmesser haben,
deren Kraftkurven man miteinander vergleichen kann. Die Durchmesser der Seile wurden
aus REM-Bildern bestimmt, indem einmal die Breite in der Aufsicht bestimmt wurde und
danach der Probentisch um 70 ° geneigt wurde, um die Höhe der Seile zu bestimmen. Der
Durchschnitt dieser nahezu identischen Werte ist dann der Durchmesser des Seils. Um nun den
Elastizitätsmodul der verschiedenen Fotolacke zu berechnen wurde zunächst die Biegelinie
eines Schubstarren Balkens der Länge L mit zwei eingespannten Enden berechnet. Zudem
wird von kleinen Auslenkungen und perfekt starren Säulen ausgegangen. Da der Kantilever
im vorderen Bereich 10 µm breit ist, wird die Flächenlast auf die mittleren 10 µm des Balkens
ausgeübt.
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Abbildung 3.23: (a): Gemessene AFM-Kraftkurven. Die schwarze Linie ist für Glas. (b): Berechnete
Seilauslenkung. (c): Theoretische Biegelinien bei 100 nN Last. (d): Theoretische Seilauslenkung nahezu
identischer Seildurchmesser. Abbildung nach [266].
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Für die Differentialgleichung der Biegelinie w(x) gilt nach [296]
E · I · d
4
dx4
w(x) = q. (3.9)
Der Elastizitätsmodul ist durch E, das Flächenträgheitsmoment durch I und die Last auf
den Balken durch q gegeben. Die Variable x gibt die Position auf dem Seil an. Mit Hilfe
der Heaviside-Funktion wird die Last als Flächenlast um den inneren Bereich k des Balkens
modelliert:
E · I · d
4
dx4


















Die Flächenlast q0 ist proportional zur auf das Seil wirkenden Kraft. Da wir annehmen, dass die
Enden der Seile fest eingespannt sind, muss sowohl die Auslenkung als auch die Steigung in
diesen Bereichen Null sein. Daraus ergeben sich folgende Nebenbedingungen um die Gleichung
lösen zu können:
w(x = 0) = 0 w(x = L) = 0
d
dx
w(x = 0) = 0
d
dx
w(x = L) = 0. (3.11)






Daran kann man erkennen, dass die Biegelinie w(x) proportional zu d−4 sein muss. Integriert
man die Differentialgleichung, setzt die Nebenbedingungen, bestimmte Elastizitätsmoduln und
Seildurchmesser ein, dann erhält man die in Abbildung 3.23 (c) gezeigten Biegelinien. Sie
zeigen die theoretische Auslenkung der Seile, wenn eine Kraft von 100 nN auf den Seilen
lastet. Das Verhältnis der Achsen in Abbildung 3.23 (c) wurde mit Absicht so verändert,
dass die Verbiegungen besser sichtbar sind. Die theoretische Balkenauslenkung bei x = L
2
über q0 ∝ F für verschiedene Elastizitätsmoduln und fast gleiche Balkendurchmesser ist
in Abbildung 3.23 (d) zu sehen. Der Elastizitätsmodul wurde jeweils so gewählt, dass die
theoretischen Kraft-Biegekurven mit den experimentellen übereinstimmen. Die verschiedenen
Werte für das Elastizitätsmodul sind ebenfalls in Abbildung 3.23 (d) dargestellt.
Der von uns gemessene Elastizitätsmodul für PEG-DA (575 Da) weicht jedoch sehr stark von
dem bisher bekannten Literaturwert ab: Brey et al. [259] hatten den Elastizitätsmodul auf 2
MPa bestimmt, unser Wert ist jedoch E = 140 MPa. Das könnte daran liegen, dass Brey et
al. kurz belichtete Gele verwendet haben, dafür ist der gleiche Trend bei Zugabe von PETTA
zu beobachten. Sowohl in unserem Fall als auch bei Brey et al. hat sich der Elastizitätsmodul
etwa verdoppelt. Der Elastizitätsmodul für PETTA wurde von uns auf E = 5000 MPa
bestimmt. Schuster et al. bestimmten den E-Modul für Pentaerythritoltriacrylat, das dem von
uns verwendeten Monomer sehr ähnlich ist. Sie erhielten einen Wert von E = 2200 MPa
[253]. In diesem Fall stimmt die Größenordnung der von uns und Schuster et al. bestimmten
Elastizitätsmoduln überein. Daraus schließen wir, dass unsere Methode zur Bestimmung von
Elastizitätsmoduln richtig sein muss.
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3.6 Zellkultur
Unter Zellkultur versteht man im wesentlichen die Kultivierung von Zellen einer speziellen
Gewebeart. Spricht man von Zelllinien, so handelt es sich dabei um immortalisierte Zellen.
Diese können sich unter bestimmten Bedingungen beliebig oft teilen. In diesem Kapitel wird
kurz auf die verschiedenen Zelltypen eingegangen, wie die Kultivierung und Aussaat erfolgt
und wie anschließend die Zellen immunhistochemisch gefärbt werden.
3.6.1 Zelltypen
In dieser Arbeit wurden teilweise Zellen aus vier adhärenten Zellinien verwendet. Zellen aus
Zelllinien wurden auf Grund ihrer regelmäßigeren Verfügbarkeit für Vorversuche verwendet.
Die 3D Kultivierung erfolgte jedoch mit primären Hühnerfibroblasten , da sie wegen ihrer
Größe und Motilität hierfür besser geeignet sind.
• Büffelrattenleberzellen (BRL) zählen zu den parenchymalen Zellen. Sie wurden
1968 aus der Leber einer 5 Wochen alten Büffelratte entnommen und kultiviert. In
dieser Arbeit wurde der Subklon BRL-2A (CRL-1442) von ATCC verwendet. Als
Kultivierungsmedium wird DMEM14 mit 10 % FCS15 verwendet.
• Humane Vorhautzellen (HFF, human foreskin fibroblasts) werden als fibroblastenartig
beschrieben und stammen aus der Vorhaut neugeborener Säuglinge aus dem Jahr 2003.
Sie wurden von PromoCell bezogen und werden in DMEM mit 10% FCS kultiviert.
• NIH/3T3-Zellen (ATCC) sind embryonale Fibroblasten aus der Maus. Sie werden in
DMEM mit 10 % FCS kultiviert.
• Die embryonalen Rattenfibroblasten (REF, rat embryonic fibroblasts) stammen aus
Rattenembryonen. Bezogen wurden sie von der Firma ATCC. Als Kultivierungsmedium
wurde ebenfalls DMEM mit 10 % FCS verwendet.
Die primären Hühnerfibroblasten (PCF, primary chicken fibroblasts) werden aus der
Rückenhaut von acht Tage alten Hühnerembryonen gewonnen. Die Bebrütung erfolgte zuvor
in einem Brutschrank bei 37 °C und 60 %. Die herausgeschnittenen Hautstücke werden mit
Hanksmedium gespült, in eine Petrischale mit F12-Medium (mit 10 % FCS und 2 % CS16)
gegeben und mit einem Skalpell in kleine Stücke geschnitten. Diese Stücke werden auf
den Boden der Petrischale gedrückt und für eine Woche im Brutschrank (37 °C, 5 % CO2,
98 % Luftfeuchtigkeit) inkubiert. In dieser Zeit wachsen die Zellen aus den Gewebestücken
aus und können anschließend normal kultiviert werden. Die ersten Experimente werden ab
Passage17 5 durchgeführt. Im Laufe der Zeit verlieren primäre Zellen jedoch ihre Agilität,
14DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium) ist ein standardisiertes Nährmedium für Zellen in Kultur.
15FCS (fetal calf serum) oder auch fetales Kälberserum wird aus dem Blut von Kuhfeten gewonnen. Es ist oft
in Nährmedien enthalten, da es wichtig für die Zellen ist.
16CS (chicken serum) oder auch Hühnerserum wird aus dem Blut von Hühnern gewonnen.
17In regelmäßigen Abständen (2-3 Tage) muss das Nährmedium in der Kulturflasche erneuert werden oder die
Zellen müssen abgelöst und verdünnt in neue Kulturflaschen aufgeteilt werden, wenn die Zelldichte zu hoch ist.
Wird eine dieser Aktionen durchgeführt, spricht man von einer Passage.
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weshalb sie maximal bis Passage 12 verwendet werden. Als Kultivierungsmedium wird F12-
Medium mit 10 % FCS und 2 % CS verwendet. Die Gewinnung und Kultivierung der primären
Hühnerfibroblasten erfolgte durch Stephanie Frank.
3.6.2 Routine Zellkultur
Die Kultivierung der Zelllinien und der primären Hühnerfibroblasten erfolgt unter Standard-
bedingungen. Die Temperatur im Inkubator beträgt 37 °C bei einer Luftfeuchtigkeit von 98 %.
Zusätzlich wird Kohlenstoffdioxid (5 %) zum puffern eingeleitet. Zudem müssen die Zellen
dreimal pro Woche unter sterilen Bedingungen passagiert werden. Für die entsprechenden
Zelltypen werden die in Kapitel 3.6.1 genannten Medien verwendet.
Um die Zellen von der Kulturflasche abzulösen, werden sie zweimal mit einer phosphatge-
pufferten Salzlösung (PBS18) gewaschen, mit 150 µl Trypsin/EDTA (1:5 in HBSS, Invitrogen)
bedeckt und für 2-4 Minuten im Brutschrank inkubiert. Um die Trypsin/EDTA-Lösung zu
inaktivieren, werden die Zellen in 5 ml FCS-haltigem Medium aufgenommen. Anschließend
werden die Zellen für 5 Minuten bei 1000 U min−1 abzentrifugiert. Das restliche Medium
wird abgesaugt und das Zellpellet wird in 5 ml Medium resuspendiert. Am Ende werden
neue Kulturflaschen mit unterschiedlichen Verdünnungen (1:5, 1:10, 1:15) befüllt und in den
Brutschrank gestellt.
3.6.3 Aufbringen der Zellen auf die Substrate
Als erstes werden die Substrate in Ethanol (70%) gewaschen um Keime abzutöten. Nach dem
Waschen mit PBS, werden die Strukturen für 30 Minuten mit 200 µl einer Fibronektin-Lösung
(10 µg ml−1) bedeckt und danach wieder mit PBS gewaschen. Falls die Proben nicht schon
vorher mit Bt-FN oder Bt-VN beschichtet wurden. Die Zellen werden von den Kulturschalen
gelöst, in serumhaltigem Medium gewaschen, zentrifugiert und auf den Substraten ausgesät
(siehe auch Kapitel 3.6.2). Nach zweistündiger Kultivierung, werden die Zellen für zehn
Minuten in einer 4 %-igen Paraformaldehydlösung in PBS fixiert.
3.6.4 Immunhistochemie
Damit die Farbstoffe ins Innere der Zelle gelangen können, wird die Zellmembran durch
dreimaliges Waschen mit PBS-Triton19 permeabilisiert. Um verschiedene Proteine unter dem
Fluoreszenzmikroskop sichtbar zu machen, werden diese mit Fluoreszenzfarbstoffen markiert.
Hierfür gibt es zwei Möglichkeiten: die indirekte und die direkte Immunfärbung. Bei der
indirekten Immunfärbung wird das Protein zuerst mit einem primären Antikörper markiert.
Anschließend wird ein sekundärer Antikörper, der mit einem Fluoreszenzfarbstoff versehen
ist, an den primären Antikörper gekoppelt, weil sich der sekundäre Antikörper nur gegen das
Antigen des primären Antikörpers richtet. Bei der direkten Immunfärbung koppeln Substanzen,
die schon mit dem Farbstoff markiert sind oder eine Autofluoreszenz aufweisen, direkt an das
18PBS ist eine Pufferlösung, die den pH-Wert konstant auf 7,4 hält. Dieser entspricht dem osmotischen Druck
von Zellen und soll ein Platzen oder Austrocknen der Zellen während der Kultivierung verhindern.
19PBS-Triton ist PBS das 0,1% Triton X-100 enthält.
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Protein. Die Antikörper werden in 1 % BSA in PBS verdünnt. Die Zellen wurden auf folgende
Art und Weise immunhistochemisch gefärbt:
• Fibronektin wird über indirekte Immunfärbung erst mit Anti-Fibronektin (1:400)
markiert. Am Anti-Fibronektin haftet das Antigen Ziege Anti-Hase das mit Cy320
versehen ist (1:500).
• Paxillin (fokales Adhäsionsprotein) wird zuerst mit Anti-Paxillin (1:500) markiert, an
welches der mit dem Farbstoff Cy520 versehene Antikörper Ziege Anti-Maus (1:200)
haftet.
• Aktin wird über direkte Immunfärbung markiert. Dazu wird Phalloidin21, das mit dem
Farbstoff Alexa Fluor 48822 verbunden ist benutzt (1:200).
• Der Zellkern wird mit DAPI23 über eine direkte Immunfärbung eingefärbt (1:1000).
Für die Immunfärbung werden die Zellen für eine Stunde bei Raumtemperatur mit den primären
Antikörpern inkubiert. Nach dreimaligem Waschen mit PBS-Triton, werden sie für eine Stunde
bei Raumtemperatur mit den fluoreszierenden direkten und sekundären Antikörpern inkubiert.
Zum Schluss werden die Deckgläser mit Mowiol24 kopfüber auf Objektträger eingebettet
und für mindestens 24 Stunden bei Raumtemperatur unter Lichtausschluss zum Aushärten
aufbewahrt. Nach dem Mikroskopieren werden die Proben bei 4 °C im Dunkeln gelagert.
3.7 Mikroskopie
Die fluoreszenten Proben wurden mit einem Zeiss LSM 510 Meta mikroskopiert.
Die 3D Rekonstruktionen der Konfokalschnitte wurden mit dem Programm Volocity (Version
4.3.2, Perkin Elmer) erstellt.
Die elektronenmikroskopischen Aufnahmen wurden mit einem Zeiss SUPRA 55VP erstellt.
20Cy3 und Cy5 sind Fluoreszenzarbstoffe. Sie gehören zu den geschlossenkettigen Cyaninen. Die Zahl gibt die
Anzahl der Kohlenstoffatome zwischen den beiden Indol-Verbindungen an. Cy3 absorbiert maximal bei 550 nm
und emittiert bei 570 nm. Cy5 hat sein Absorptionsmaximum bei 649 nm und sein Emissionsmaximum bei 670 nm.
21Phalloidin ist das Gift des Knollenblätterpilzes und bindet an F-Aktin.
22Alexa Fluor 488 ist ein Fluoreszenzfarbstoff, der nach seinem Erfinder Alex Haugland benannt wurde. Er
absorbiert maximal bei 495 nm und emittiert bei 519 nm.
234’,6-Diamino-2-Phenylindol (DAPI) ist ein Fluoreszenzfarbstoff, der an die DNA des Kerns bindet.




Das Ziel dieser Arbeit ist es Mikrostrukturen herzustellen und diese selektiv zu
funktionalisieren. Dadurch werden Zellen nur wohl definierte Anheftungspunkte zur Verfügung
gestellt, an denen sie Zell-Matrix-Kontakte ausbilden können.
Im ersten Unterkapitel werden die Ergebnisse der radikalisch polymerisierten Fotolacke
vorgestellt. Es werden erste Strukture aus dem Fotolack BR121 gezeigt und auf dessen protein-
und zellabweisenden Eigenschaften eingegangen. Als nächstes wird die Zellkompatibilität und
mögliche Anwendungen des Ormocomp- und PETA-Fotolacks2 demonstriert. Anschließend
werden dreidimensionale Kompositstrukturen aus zwei verschiedenen Lacken gezeigt und auf
die Schwierigkeiten bei deren Herstellung eingegangen. Zuletzt werden in diesem Unterkapitel
Strukturen gezeigt, mit denen man die Möglichkeit hat, Kontraktionskräfte von Zellen in einer
3D Umgebung durch Verformung der Struktur zu messen. Die mechanischen Eigenschaften
der verschiedenen Strukturen werden mit Hilfe eines Raster-Kraft-Mikroskops (AFM)
charakterisiert um aus der Verformung auf die jeweiligen Kräfte zu schließen.
Im zweiten Unterkapitel wird auf den Thiol-En-Fotolack eingegangen. Als erstes wird wieder
die Zellkompatibilität getestet und anschließend 3D Kompositstrukturen gezeigt. Weiterhin
wird diskutiert in wie weit sich der Fotolack für nachfolgende Experimente eignet.
Im letzten und wichtigsten Unterkapitel werden die Ergebnisse zur selektiven Funktionali-
sierung mittels Photoenol-Chemie gezeigt. Nach ersten Vorversuchen wird gezeigt, dass eine
Zwei-Photonenabsorption (2PA) durch das Photoenol-Molekül möglich ist. Dadurch können
3D Mikrostrukturen mit einem oder mehreren Molekülen selektiv funktionalisiert werden. Zu
guter Letzt werden Zellversuche in Verbindung mit Photoenol-silanisierten Deckgläsern und 3D
Strukturen gezeigt, wobei auf die Schwierigkeiten bei der Passivierung der Oberflächen gegen
Proteinadsorption und Zelladhäsion eingegangen wird. Es wird jedoch eine Methode gezeigt
1Als BR12 wird der Fotolack aus PEG-DA (M = 575 g mol−1) mit 4,8 gew.% PETTA bezeichnet. Ist von den
reinen Polyethylenglykoldiacrylat-Fotolacken die Rede, werden diese als PEG575 oder PEG700 bezeichnet. Dabei
gibt die Zahl die jeweilige Molekularmasse des Monomers an. Alle PEG-basierten Fotolacke enthalten zusätzlich
3 gew.% Irgacure 369 als Fotoinitiator.
2Äquivalent zu den PEG-basierten Fotolacke enthält der PETA/PETTA-Fotolack noch einen Fotoinitiator. Für
die PETA/PETTA-Fotolacke hat sich Irgacure 379 als Optimum herausgestellt. Der Fotolack enthält 3 gew.%
Irgacure 379.
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mit der man perfekt passivierende Oberflächen erhalten kann. Diese Methode wird noch auf
selektiv funktionalisierte 3D Strukturen angewandt, womit eine selektive Adhäsion von Zellen
erreicht wird.
4.1 Radikalisch polymerisierte Fotolacke
4.1.1 PEG-DA als passivierender Fotolack
Abbildung 4.1: (a): REM-Bild einer 2D Struktur, die aus PEG700 hergestellt wurde. (b): Fluoreszenzaufnahme
eines Schachbrettmusters, das aus BR12 hergestellt wurde. Weder Fibronektin (rot) noch die darauf kultivierten
NIH/3T3-Zellen (Aktin: grün, Zellkern: blau, Paxillin: weiß) adhärieren auf dem protein- und zellabweisenden
Fotolack. (c): REM-Bild einer 3D Struktur, die aus BR12 hergestellt wurde.
Um zu testen ob BR12 wirklich protein- und zellabweisend ist, wurden zuerst zweidimensionale
Strukturen für Zellversuche hergestellt. Dabei orientierten wir uns an den in der Zellbiologie
üblichen zweidimensionalen Substraten, die mit dem µCP-Verfahren hergestellt werden
[8]. In diesem Fall erfolgte die Passivierung durch den Fotolack BR12, da Glas bereits
Proteinadsorption und Zelladhäsion erlaubt. Die lackfreien Stellen sind 5 µm x 5 µm groß
und wiederholen sich in beide Raumrichtungen alle 15 µm (siehe Abbildung 4.1 (a)). Zudem
wurden schachbrettartige Strukturen hergestellt (Abbildung 4.1 (b)).
Die Beschichtung mit Fibronektin und die Zellkultivierung erfolgte wie in Kapitel 3.6
beschrieben. Fibronektin befand sich nur auf dem Glassubstrat und nicht auf den Strukturen.
Auf vielen Strukturen reagierten die Zellen wie erwartet. Sie mieden die mit BR12 bedeckten
Bereiche und bildeten ausschließlich Fokalkontakte auf dem mit FN beschichteten Glas. Es
wurde beobachtet, dass die Zellen ihre Morphologie an die adhäsive Umgebung anpassten. Auf
den FN beschichteten Bereichen (BR12 frei) bildeten die Zellen starke Aktinfasern entlang der
Fokalkontakte (siehe Abbildung 4.1 (b)).
Analog zu den 2D-Versuchen wurden auch 3D-Versuche mit BR12 durchgeführt (siehe
Abbildung 4.1 (c)). Bei diesen ersten Versuchen konnte gezeigt werden, dass Zellen auf
den 3D-Strukturen keine Paxillin-Kontakte bilden. Auch das Fibronektin haftete nicht an
der Oberfläche des BR12-Lacks. Somit konnte gezeigt werden, dass Zellen über 3D BR12-
Strukturen wachsen, es jedoch meiden, Zell-Matrix-Kontakte auf ihnen zu bilden (nicht
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dargestellt).
Zudem konnte gezeigt werden, dass sich die Silanisierung mit dem Si-Methacrylat auch auf
die Zellversuche positiv auswirkt. Alle Strukturen haften am Glassubstrat und wurden nicht
von Fibronektin unterwandert. Die Strukturen sind im blauen Kanal und je nach Mikroskop
und Aufnahmeeinstellung auch im grünen Kanal autofluoreszent. Wichtig ist nur, dass sie
im Bereich längerer Wellenlängen keine Autofluoreszenz aufweisen, da hier die Cy3- bzw.
Cy5-Farbstoffe die Proteine Fibronektin und Paxillin markieren. Diese Färbungen weisen
eine geringe Intensität auf und bereits eine minimale Autofluoreszenz führt dazu, dass die
Proteinsignale nicht mehr eindeutig sind. Zudem ist es auch nicht möglich, die fertigen
Strukturen mit einer UV-Lampe auszubleichen.
Das Silan enthält polare und unpolare Anteile, weshalb Fibronektin an den unpolaren Enden
der silanisierten Oberfläche haftet. Die Zellen reagierten so wie erwartet. Sie bildeten in
den BR12-freien Zwischenräumen Fokalkontakte aus. Auf großflächigeren Bereichen neben
den Strukturen verhalten sich die Zellen wie auf homogen mit Fibronektin beschichtetem
Glas. Somit kann man sagen, dass die Silanisierung mit dem Si-Methacrylat keine negativen
Auswirkungen auf die Zellviabilität hat.
Man sollte in regelmäßigen Abständen die passivierenden Eigenschaften des BR12-Lacks mit
den oben genannten Teststrukturen überprüfen, da es von Zeit zu Zeit vorkommt, dass diese
verloren gehen. Eine genaue Erklärung hierfür konnte nicht gefunden werden. Es wird vermutet,
dass durch häufiges öffnen und herausnehmen des Lackes aus dem Behältnis Schmutz hinein
gelangt. Diese Verunreinigung könnte dazu führen, dass der Lack nicht mehr hydrophil genug
ist um eine Proteinadsorption und Zelladhäsion zu verhindern. Zudem könnte sein, dass die
Moleküle mit der Zeit degradieren.
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4.1.2 Ormocomp und PETA/PETTA als zellkompatible Fotolacke
Abbildung 4.2: (a): REM-Bild einer Boxringstruktur, die aus Ormocomp hergestellt wurde. (b): 3D-Rekonstruktion
aus Konfokalschnitten einer Boxringstruktur (Autofluoreszenz in weiß dargestellt) in der eine Zelle (Aktin: grün,
Zellkern: weiß) kultiviert wurde. Abbildung nach [2].
Es wurde zwar schon in mehreren Publikationen gezeigt, dass ORMOCERE oder im speziellen
Ormocomp biokompatible Fotolacke sind [5, 185], jedoch sollte dies hier noch einmal gezeigt
werden und kurz auf mögliche Anwendungen eingegangen werden.
Abbildung 4.2 (a) zeigt ein REM-Bild einer Boxringstruktur. Die Anwendung einer solchen
Struktur ist folgende:
Die komplex aufgebaute Struktur besteht aus vielen miteinander verbundenen Streben und
bilden eine Art Auffangkorb für Zellen. Dieser ist wiederum an stabilen Säulen aufgehängt.
So ist es möglich den Durchmesser der Streben zu variieren. Das hat zur Folge, dass die
frei schwebenden Boxringe in ihrer Steifigkeit beeinflusst werden können. Man kann auch
sehr definiert unterschiedliche Bereiche dicker oder dünner gestalten um eine asymmetrische
Struktur zu erhalten. Zellen, die in diesen Strukturen kultiviert werden, müssten auf Grund der
Symmetriebrechung unterschiedlich reagieren.
Dass es prinzipiell möglich ist, Zellen in diesen 3D Strukturen zu kultivieren kann man in
Abbildung 4.2 (b) sehen. Der Kardiomyoblast (Aktin: grün) nimmt die Struktur an und wächst
in ihr. Dass er sich vollkommen im Boxring befindet, kann man daran sehen, dass der Zellkern
(weiß) von der netzartigen Struktur gehalten wird. Die Maschenweite ist so gering, dass der
Zellkern nicht hindurch gelangt. Die Zelle ist mehr oder weniger in der Struktur gefangen.
Sie kann jedoch mit Hilfe ihres Zytoskeletts die Plasmamembran durch die dünnen Maschen
ausdehnen und ihre Umgebung weiter erkunden.
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Abbildung 4.3: (a): REM-Bild einer Radstruktur, die aus PETTA hergestellt wurde. (b): REM-Bild einer
Gitterstruktur, die aus PETTA hergestellt wurde. (c): 3D-Rekonstruktion aus Konfokalschnitten einer Radstruktur
(sichtbar, weil die Struktur mit Fibronektin (weiß) beschichtet wurde) in der eine HFF Zelle (Aktin: grün, Zellkern:
blau) kultiviert wurde. Abbildung nach [2].
Wir [2, 6, 266] und andere [253, 297] konnten zeigen, dass man aus PETA/PETTA3 einen
biokompatiblen Fotolack herstellen kann. Das neue in dieser Arbeit ist jedoch nicht die
verschiedenen Lacke auf Biokompatibilität zu testen, falls das schon vorher gezeigt wurde,
sondern eine passende Anwendung für diese Lacke zu finden.
In Abbildung 4.3 (a) und (b) sind REM-Bilder einer Rad- und Gitterstruktur aus PETTA zu
sehen. Aufgrund des hohen Elastizitätsmoduls des Lackes lassen sich wohldefinierte, harte
Strukturen herstellen. Die Kräfte, die Zellen ausüben können, sind zu gering um Teile der
Struktur zu verbiegen. In einem solchen Fall ist die Zelle gezwungen die vorgegebene Form
anzunehmen. Ein interessanter Aspekt an der Radstruktur sind die unterschiedlichen Winkel
zwischen den Streben. Hinzu kommt, dass der Zelle entweder kleinere, dreieckige oder größere,
trapezförmige Kompartimente zur verfügung stehen. Zudem besteht die Möglichkeit zwischen
der oberen und unteren Strebe in ein anderes Kompartiment zu gelangen. Werden nun solche
Radstrukturen mit Fibronektin beschichtet und z. B. HFF Zellen darauf kultiviert, sind die oben
beschriebenen Behauptungen zu beobachten. HFF Zellen sind eher große Zellen4, weshalb sie
sich eher in den größeren Kompartimenten aufhalten oder über die ganze Struktur ausbreiten.
Die in Abbildung 4.3 (c) gezeigte Zelle schiebt auch einen Teil ihres Zytoskeletts durch die
Streben. Da HFF als fibroblastenartig beschrieben werden, eignen sich die 3D Strukturen als
Zellsubstrate. Zudem bilden die HFF-Zellen auch Zell-Matrix-Kontakte an den Strukturen
(nicht gezeigt).
Die Nachteile der beiden Fotolacke liegen klar auf der Hand. Man kann die Zellen weder dazu
bringen perfekt in die Strukturen einzuwachsen, noch kann man die Adhäsionspunkte gezielt
bestimmen, weil die Strukturen homogen mit EZM-Proteinen beschichtet werden. An diesem
Punkt setzt die selektive Funktionalisierung dreidimensionaler Mikrostrukturen an.
3Hier könnte man noch Trimethylolpropantriacrylat erwähnen, das von seiner Molekülstruktur dem PETA sehr
ähnlich ist.
4Die HFFs können auf flachen Substraten einen Durchmesser von 100 µm erreichen.
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4.1.3 Zweikomponentenstrukturen
Abbildung 4.4: Schematische Darstellung zur Herstellung dreidimensionaler Zweikomponentenstrukturen. (a):
Aufbringen des passivierenden Fotolacks auf das Deckglas. (b): Im Fokus des Lasers polymerisiert der Lack.
(c): Polymerstruktur in dem flüssigen Lack. (d): 3D Mikrostruktur nach dem Entwickeln. (e): Bedecken
der passivierenden Struktur mit Ormocomp. (f): Direktes Laserschreiben von Punkten an die Seile des
Grundgerüsts. (g): Zweikomponentenstruktur im Ormocomp-Fotolack. (h): Fertige Zweikomponentenstruktur
nach dem Entwickeln. Abbildung nach [2].
Um die Reproduzierbarkeit der 3D-Funktionalisierung zu erhöhen, wurden die Deckgläser
nach dem ersten DLS-Schritt (Abbildung 4.4 (a)-(d)) nicht mehr aus dem Halter ausgebaut.
Die Proben wurden im Halter entwickelt. Dazu muss das Immersionsöl und der Fotolack mit
Isopropanol heruntergespült und der Halter und das Deckglas mit Stickstoffgas getrocknet
werden. Wird die Probe nun ein zweites mal mit dem Objektiv angefahren, befindet man
sich an der richtigen Stelle und die Probe hat die richtige Orientierung. So ist eine präzise
Funktionalisierung der Seile mit dem adhäsiven Lack problemlos möglich (Abbildung 4.4
(e)-(h)).
Um eine 3D-Funktionalisierung zu erreichen wurde eine Struktur mit Seilen auf zwei Höhen
hergestellt (siehe Abbildung 4.5). Befindet sich nun eine Zelle auf dieser Struktur, kann
sie sich in alle drei Raumrichtungen ausbreiten. Die Ormocomp-Punkte in Abbildung 4.5
(b)-(c) geben ihr dann vor, wo sie Zell-Matrix-Kontakte bilden kann. Der Abstand von
Säulenmitte zu Säulenmitte beträgt 15 µm. Die oberen Seile sind auf einer Höhe von 23 µm.
Der Höhenunterschied der Seile beträgt 10 µm. Die Punkte sind ca. 2,5 µm× 2,5 µm× 2,5 µm
groß.
Um die Seile in den Fluoreszenzaufnahmen sichtbar zu machen, wurde der Farbstoff Cumarin
1025 (Sigma Aldrich) in den BR12-Lack gemischt. Cumarin 102 eigent sich hierfür, weil
5Cumarine sind fluoreszierende Farbstoffe.
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Abbildung 4.5: (a): REM-Bild einer Struktur aus BR12 und Ormocomp. Die Seile befinden sich auf zwei
verschiedenen Höhen. (b): REM-Bild einer ähnlichen Struktur. An die Seile wurden Punkte aus Ormocomp
geschrieben. Einer dieser Punkte wurde rot eingefärbt. (c): Nahaufnahme eines Ormocomp-Punktes (rot
eingefärbt). Abbildung nach [266].
es vom Absorptions- und Emissionsbereich (390 nm bzw. 466 nm) sehr gut mit DAPI
übereinstimmt. So dient der Farbstoff im Lack zur Unterstützung der Eigenfluoreszenz von
BR12. Es wurde weiterhin die gleiche Struktur hergestellt, nur dass im ersten DLS-Schritt die
Säulen aus normalem BR12 geschrieben wurden, in einem zweiten Schritt wurden die Seile mit
dem eingefärbten BR12-Lack geschrieben und zum Schluss wurden die Punkte aus Ormocomp
an die Seile geschrieben. In Abbildung 4.6 (a) ist eine Konfokalmikroskopaufnahme einer
solchen Struktur zu sehen auf der Fibroblasten (PCF) kultiviert wurden. Der Abstand von
Säulenmitte zu Säulenmitte wurde bei diesen Strukturen auf 20 µm erhöht. Dadurch wird es
der Zelle erschwert, sich über mehrere Säulen hinweg auszubreiten. Da sie sich zwischen den
Ormocomp-Punkten aufspannen soll.
Abbildung 4.6: (a): Maximalprojektion einer Struktur aus BR12 und Ormocomp auf der Fibroblasten kultiviert
wurden. Die Seile befinden sich auf unterschiedlichen Höhen. Dem Lack, aus dem die Seile sind wurde Cumarin
102 beigemischt, um die Seile besser sichtbar zu machen. BR12 (weiß), Fibronektin (rot), Aktin (grün). (b): 3D-
Rekonstruktion aus den Konfokalschnitten. Der Fibroblast spannt sich bogenförmig zwischen den Ormocomp-
Punkten auf. Drei Punkte befinden sich auf einer Höhe, der vierte ist 10 µm weiter oben. Abbildung nach [266].
Abbildung 4.6 zeigt eine Zelle in einer solchen Struktur. Anhand der Maximalprojektion
(Abbildung 4.6 (a)) kann man erkennen, dass sich diese Zelle zwischen vier Ormocomp-
Punkten aufspannt. Die 3D-Rekonstruktion aus den Konfokalmikroskopaufnahmen zeigt, dass
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sich drei dieser Punkte auf einer Ebene befinden und der vierte 10 µm weiter oben ist. Es ist
also durch die Kombination verschiedener Fotolacke möglich, einer Zelle eine wohldefinierte,
dreidimensionale Umgebung zu schaffen, an der sich die Zelle anpasst. In Abbildung 4.6 sieht
man keine Säulen, weil im eingefärbten BR12-Lack zu viel Cumarin 102 enthalten ist. Der
eingefärbte BR12-Lack wurde deshalb für weitere Versuche nicht verwendet.
In Abbildung 4.7 sind REM-Bilder von Fibroblasten in Strukturen mit verschieden hohen Seilen
zu sehen. REM-Bilder haben gegenüber Konfokalbildern den Vorteil, dass man in kürzerer Zeit
mehrere Strukturen aufnehmen kann. Durch das Kippen des Probenhalters im REM erhält man
einen dreidimensionalen Eindruck der Struktur und Zelle. Ein weiterer Vorteil ist die bessere
Auflösung des REM. Der Nachteil im Vergleich zu den Konfokalmikroskop-Bildern ist, dass
man die Proteine nicht sichtbar machen kann und somit auch nichts über das Innere der Zelle
aussagen kann. Um Zellen im REM unter Vakuum betrachten zu können, müssen die Zellen
superkritisch getrocknet werden, so behalten sie Form und Volumen. Zudem sind filigrane
Ausläufer der Zelle, wie z.B. die Filopodien in Abbildung 4.7 (a) und (c), weiterhin gut sichtbar.
In Abbildung 4.7 (a) ist zu sehen, wie die Zellen ihre Umgebung abtasten und verstärkt
an die Ormocomp-Punkte binden und an diesen ziehen. Da sich am Boden des Substrats
verhältnismäßig viel FN befindet, breiten sich die Zellen auch über die passivierende Struktur
aus. Deshalb sitzen sie nicht nur wie in den Abbildungen 4.6 zwischen den Seilen. Beim
Aussäen der Zellen ist eine adäquate Zellzahl zu wählen, um Einzelzellen in den Strukturen zu
erhalten.
Die Fibroblasten in Abbildung 4.7 (b) und (c) wachsen ebenfalls vom Boden aus über
die Strukturen, ziehen aber an den Ormocomp-Punkten, so dass sich die Seile um einige
Mikrometer verbiegen. Auf den REM-Bildern kann man nicht erkennen ob die Zellen auch
Zell-Matrix-Kontakte auf der Struktur aus BR12 ausbilden. Sie zeigen jedoch, wie groß die
Kräfte sind, die von einer Zelle aufgebracht werden können, wenn ihr genug Fibronektin zur
Verfügung steht.
Abbildung 4.7: REM-Bilder von Fibroblasten in Kompositstrukturen. (a): Die Zelle richtet ihre Aktinfilamente auf
den Ormocomp-Punkt in der Mitte des Bilds und zieht daran. (b): Die Zellen wachsen über die Strukturen, ziehen
aber gezielt an den Ormocomp-Punkten an den Seilen. (c): Nahaufnahme eines Ormocomp-Punkts an dem die
Zelle Zell-Matrix-Kontakte bildet und Kräfte auf ihre Umgebung ausübt.
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4.1.4 Kraftmessungen in 3D
Abbildung 4.8: REM-Bilder der reinen BR12-Strukturen (oben) und der Kompositstrukturen aus BR12 und
Ormocomp (unten). (a)+(d): Sechseck. (b)+(e): Fünfeck. (c)+(f): Quadrat.
Wie am Ende des vorherigen Kapitels zu sehen war, sind die primären Hühnerfibroblasten in
der Lage die Seile der 3D Strukturen zu verformen. Die dickeren Säulen waren davon weniger
betroffen. Sie blieben in der Regel in ihrer Ausgangsposition. Außer in Abbildung 4.7 (b). Hier
wachsen jedoch mehrere Fibroblasten über die gesamte Struktur und können deshalb größere
Kräfte ausüben. Befindet sich nur eine Zelle zwischen den Seilen an den Punkten, sind die
Kontraktionskräfte so gering, dass nur die Seile verformt werden.
Deshalb wurden Kompositstrukturen mit verschieden angeordneten Ormocomp-Punkten
hergestellt, um herauszufinden wie Zellen darauf reagieren (Abbildung 4.8). Die Säulen sind
ca. 20 µm hoch und haben einen Durchmesser von 6 µm. Die Seile zwischen den Säulen sind ca.
1 µm dick. Alle Punkte sind gleich groß (ca. 2 µm× 2 µm× 2 µm) und haben zu ihrem nächsten
Nachbar einen festen Abstand von 13 µm. Dieser festgelegte Abstand wurde in verschiedenen
Vorversuchen ermittelt, in denen gezeigt wurde, dass PCF 13 µm im freien Raum noch gut
überbrücken können. Ist der Abstand größer, können sich die Zellen nicht richtig ausbreiten
und haben zu wenig Fibronektin zur Verfügung. Dies führt unweigerlich zur Apoptose. Ist
der Abstand geringer, sitzen die Zellen nur auf den Punkten/Strukturen und spannen sich
nicht zwischen den Punkten auf. So werden keine Aktinstressfasern gebildet und auch keine
Kontraktionskräfte auf die Ankerpunkte ausgeübt (nicht gezeigt). Ein konstanter Abstand von
13 µm zwischen den Punkten hat zudem den Vorteil, dass die folgenden Ergebnisse besser
miteinander zu vergleichen sind.
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Abbildung 4.9: Kraft-Biegekurven aus AFM Messung mit denen man die benötigte Kraft für bestimmte
Seilauslenkungen bestimmen kann.
Mit Hilfe von REM-Bildern konnte bereits herausgefunden werden, dass die Strukturen optisch
reproduzierbar sind. Die Seile haben immer die gleiche Dicke und auch die Punkte sahen
identisch aus und befanden sich immer an der gleichen Stelle.
Um die Strukturen mechanisch zu charakterisieren wurden sie zuerst bei 37 °C für zwei Stunden
in Zellkulturmedium gelegt, damit sie von der Beschaffenheit den Strukturen inklusive Zellen
in Kultur ähneln. Das ist notwendig, weil der BR12-Lack in wässrigen Lösungen anschwillt
und sich der Elastizitätsmodul ändert. Auch während der Messung der Kraft-Biegekurven mit
dem AFM befanden sich die Proben in Zellkulturmedium und die Temperatur wurde auf 37 °C
gehalten6. Die Berechnung der endgültigen Daten (Abbildung 4.9) erfolgte wie in Kapitel 3.5
beschrieben.
Es wurden für mehrere gleiche Strukturen Messungen durchgeführt. Alle Kraft-Biegekurven
hatten einen ähnlichen Verlauf. Die in Abbildung 4.9 dargestellten Kurven zeigen für den
jeweiligen Strukturtypen charakteristische Messungen und dienen zur Orientierung, in welchem
Größenbereich die Kontraktionskräfte der Zellen liegen. Es ist jedoch deutlich zu sehen, dass
zur Verbiegung der Seile des Sechsecks größere Kräfte nötig sind als für eine gleich große
Verbiegung im Fünfeck oder Quadrat. Das liegt an den kürzeren Seilen.
6Die AFM Messungen wurden von Clemens Franz (Leader Young Scientist Group Nanobiology, CFN)
durchgeführt
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Abbildung 4.10: Maximalprojektionen aus Konfokalschnitten der Vieleck-Strukturen in denen PCFs kultiviert
wurden. Aktin (grün), Fibronektin (rot), Zellkern (blau). (a)-(c): Zusätzliche Überlagerung mit dem DIC-Bild um
die Verbiegung der Seile sichtbar zu machen. (d)-(f): Reine Fluoreszenzbilder in denen die Aktinstressfasern und
die selektive Adhäsion der Zellen an die Ormocomp-Punkte deutlicher zu sehen ist.
Die in Abbildung 4.8 gezeigten Strukturen wurden für 30 Minuten mit Fibronektin beschichtet.
Es folgte eine zweistündige Kultivierung mit PCF. Die Zellen wurden fixiert, gefärbt und mit
dem konfokalen Laser-Scanning-Mikroskop aufgenommen. Viele Zellen spannten sich perfekt
zwischen den Ormocomp-Punkten auf, kontrahierten und verbogen so die Seile zwischen den
Säulen. Sie bildeten nicht nur Aktinstressfasern zu den nächsten Nachbarn (Adhäsionspunkten)
sondern auch teilweise zu gegenüberliegenden (Abbildung 4.10 (e)). Nicht alle Zellen
adhärierten an allen zur Verfügung stehenden Ormocomp-Punkten (siehe Abbildung 4.11).
Hätte man die Zellen länger kultiviert, hätten sie vielleicht ihre komplette Umgebung erkundet
und an die restlichen mit Protein beschichteten Punkte adhäriert. Die Idee war es jedoch,
Zellen, die eine unterschiedliche Anzahl von Adhäsionspunkten im dreidimensionalen Raum
besitzen, miteinander zu vergleichen. Es war auch interessant zu sehen ob sich die dadurch
geänderte Geometrie auf die Kontraktionskräfte auswirkt. Bei der Wahl der auszuwertenden
Zellen wurde darauf geachtet, dass es sich um einzelne (nur ein Zellkern) und nur in der
Struktur wachsende (kein Kontakt zum Boden) Zellen handelt.
Zur Berechnung der Verbiegung der Seile wurden die DIC-Aufnahmen der deformierten
Struktur mit einer DIC-Aufnahme einer leeren überlagert und der minimale Abstand zwischen
dem Mittelpunkt des ausgelenkten und nicht ausgelenkten Ormocomp-Punktes gemessen.
Die Auswertung für die Quadrat- und Fünfeck-Strukturen ist in Abbildung 4.11 zu sehen.
Die Auswertung der Sechsecke erwies sich als unmöglich, da die Auslenkung der Seile zu
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gering war und sich Größenordnungsmäßig nahe der Auflösungsgrenze bewegte. Es wurde die
Seilauslenkung pro Seil für die verschiedenen Strukturen und für unterschiedliche Anzahlen
von Adhäsionspunkte aufgetragen. Betrachtet wurden Zellen die in den Fünfecken an allen, an
vier oder an drei und in den Quadraten an allen oder drei Ormocomp-Punkten adhärieren.
Überraschenderweise waren die Seilauslenkungen pro Seil für die verschiedenen Fälle gleich.
Das bedeutet, dass die insgesamt aufgebrachten Kontraktionskräfte unterschiedlich sind und





























































Abbildung 4.11: Durchschnittliche Auslenkung pro Seil. Dargestellt für verschiedene Geometrien und einer
unterschiedlichen Anzahl von Adhäsionspunkten der Zellen in den Strukturen. Für die durchschnittliche
Auslenkung pro Seil durch einen Fibroblasten, der an allen fünf Adhäsionspunkten im Fünfeck adhäriert, werden
etwa 70 nN benötigt.
Bischofs et al. haben herausgefunden, dass Zellen, die auf strukturierten 2D Substraten
kultiviert werden und sich nur zwischen kleinen Proteininseln aufspannen können, nach innen
gewölbte Bögen ausbilden [298]. An diese Bögen lassen sich Kreise anpassen. Der Radius des
Bogens vergrößerte sich wenn der Abstand zwischen den Adhäsionspunkten vergrößert wurde.
Das Young-Laplace-Gesetz sagt zwar aus, dass sich Oberflächen unter Spannung kreisrund
wölben, es erklärt jedoch nicht warum sich der Bogenradius mit dem Abstand der Ankerpunkte
ändern soll. Deshalb wurde ein angepasstes Computermodell für den untersuchten 2D Fall
entwickelt. Es konnte weiterhin beobachtet werden, dass sich der Bogenradius vergrößert wenn
ausgeprägtere Aktinstressfasern zwischen den Adhäsionspunkten zu beobachten waren. Es
besteht somit eine lineare Korrelation zwischen Bogenstärke und Bogenradius. Da sich dieses
Modell und die experimentell bestimmten Korrelationen nur auf 2D Substrate beziehen, wäre
es sinnvoll dieses auf dreidimensionale Zellkultur auszuweiten. Deshalb besteht weiterhin die
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Abbildung 4.12: REM-Bilder von Mikrostrukturen um dreidimensionale Aktinbögen zu erzeugen (Bogenstruktur).
(a): Grundgerüst aus BR12. (b): Kompositstruktur mit Punkten an den vier hohen Säulen, die in der Größe variiert
werden. In der Mitte auf der niedrigeren Säule befinden sich immer gleich große Punkte. Zur Veranschaulichung
wurden die Punkte rot eingefärbt.
Kooperation mit der Arbeitsgruppe von Ulrich Schwarz (Universität Heidelberg).
Für dieses Projekt wurden Kompositstrukturen aus BR12 und Ormocomp hergestellt
(Abbildung 4.12). Die Grundstruktur besteht aus vier hohen Säulen (20 µm hoch, 4,5 µm
im Durchmesser) im Abstand von 20 µm, einer niedrigen Säule (10 µm hoch, 4,5 µm im
Durchmesser) zwischen den vier hohen und Balken, die alle Säulen miteinander verbinden.
Die Balken dienen zum einen zur Stabilisierung und zum anderen als eine Art Auffangnetz
für Zellen, die langsam aus der Zellsuspension absinken. So soll die Ausbeute von Zellen in
den Strukturen erhöht werden. An die Innenseite der hohen Säulen und auf die Spitze der
niedrigen Säule wurden in einem zweiten DLS Schritt Punkte aus Ormocomp geschrieben. Die
Länge der Ormocomp-Punkte wurde zwischen 1,5 und 6 µm variiert (nicht gezeigt). Die Höhe
(2 µm) und Tiefe (1 µm) blieb dabei konstant. Dadurch sollen unterschiedlich stark ausgeprägte
Aktinstressfasern zwischen den Adhäsionspunkten erreicht werden. Was wiederum auf stärkere
oder schwächere Kontraktionskräfte hinweisen könnte (Abbildung 4.12 (b)).
Abbildung 4.13: (a): Maximalprojektion aus Konfokalschnitten einer Bogenstruktur in der NIH/3T3-Zellen
kultiviert wurden. Aktin (grün), Fibronektin (rot), Zellkern (blau). (b)+(c): Unterschiedliche Blickwinkel auf eine
3D Rekonstruktion der Konfokalschnitte.
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Die in Abbildung 4.13 und 4.14 gezeigten Strukturen wurden für 30 Minuten mit Fibronektin
beschichtet. Es folgte eine zweistündige Kultivierung mit NIH/3T3-Zellen. Die Zellen wurden
fixiert, gefärbt und die Proben wurden mit dem konfokalen Laser-Scanning-Mikroskop
mikroskopiert. Bei diesen Versuchen wurde der Zelltyp von PCF zu NIH/3T3 gewechselt,
weil die NIH/3T3-Zellen bei ähnlicher Größe ein besseres Verhältnis von Zellvolumen zu
Zellkernvolumen haben als die NIH/3T3-Zellen. Das ist bei der hier verwendeten Art der
Strukturen wichtig, da sie im Gegensatz zu den oben verwendeten Strukturen dieses Kapitels
noch einen Adhäsionspunkt mittig und etwas tiefer gelegen besitzen. Dadurch wird die
Form der Zelle zwar dreidimensionaler und ist nicht so scheibenförmig, sie wird jedoch
auch rundlicher und der Zellkern blockiert die spitz nach unten zulaufenden Aktinfilamente.
Weshalb die kreisrunde Form der Aktinstressfasern gestört werden könnte. Wie oben schon
erwähnt wurde, kann der Abstand der Ormocomp-Punkte auch nicht beliebig vergrößert
werden, da die Zellen nicht mehr alle Adhäsionspunkte erreichen würden. Als nachteilig hat
sich herausgestellt, dass die Aktinfärbung bei den NIH/3T3 nicht so stark ist wie mit dem
PCF. Auch die Aktinstressfasern sind nicht so deutlich zu erkennen. Durch das anpassen der
Scaneinstellungen am LSM kommt es zu einem Durchbluten der Autofluoreszenz im grünen
Kanal. Darunter leidet die Bildqualität erheblich und die Proben lassen sich nicht so gut
auswerten wie erhofft.
Die verwendeten Strukturen bieten einen guten Kompromiss in Bezug auf ihre Größe.
Die Zellen können sich gut zwischen allen Punkten aufspannen und der Zellkern stört die
bogenförmigen Aktinstressfasern nicht (Abbildung 4.13). Es kommt jedoch auch häufig vor
dass Zellen nicht in Kontakt mit allen Adhäsionspunkten sind (Abbildung 4.14).
Abbildung 4.14: (a): Maximalprojektion aus Konfokalschnitten einer Bogenstruktur in der NIH/3T3-Zellen
kultiviert wurden. Aktin (grün), Fibronektin (rot), Zellkern (blau). (b)+(c): Unterschiedliche Blickwinkel auf eine
3D Rekonstruktion der Konfokalschnitte.
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4.2 Thiol-En-Fotolack
Im vorherigen Kapitel wurde schon eine Methode zur selektiven Funktionalisierung
dreidimensionaler Mikrostrukturen vorgestellt. Der Thiol-En-Lack könnte Vorteile gegenüber
dem bereits behandelten System bringen. Das verwendete Protein wurde immer durch Adhäsion
an der Oberfläche angelagert. Das hat mehrere Nachteile. Zum einen kann man so nur selektiv
mit einem Matrixprotein funktionalisieren und zum anderen ist die Bindung zwischen dem
EZM-Protein und der Polymerstruktur geringer als bei kovalenten Bindungen. Zudem kann man
die Proteindichte auf der Oberfläche nicht oder nur sehr ungenau bestimmen oder kontrollieren.
Hier setzt der Thiol-En-Lack an. Wie in Kapitel 3.2.5 schon besprochen kann man die
freien Thiol-Gruppen nutzen um Maleimido-Derivate kovalent an die Oberfläche zu binden.
Dabei kann es sich entweder um ein Maleimid-terminiertes Peptid handeln oder um einen
orthogonalen Bindungspartner (z. B. Biotin) der an eine Maleimid-Gruppe gekoppelt wurde.
4.2.1 Zellkompatibilität
Abbildung 4.15: Fluoreszenzaufnahmen von 2D Teststrukturen aus Thiol-En-Lack. Die Oberfläche der
Strukturen wurde erst mit speziellen Maleimido-Derivaten funktionalisiert um anschließend NIH/3T3-Zellen
darauf zu kultivieren (für zwei Stunden). Aktin (grün), Fibronektin (rot), Zellkern (blau). (a): Keine
Oberflächenfunktionalisierung. (b): Funktionalisierung mit Mal-cRGD . (c): Funktionalisierung mit Mal-GDR.
Da es sich bei dem hier verwendeten Thiol-En-Lack um einen neu entwickelten Fotolack
handelt und dieser noch nie auf Biokompatibilität getestet wurde, sollte das hier als erstes
untersucht werden. Dabei könnten mehrere Komponenten im Lack dazu führen, dass er nicht
biokompatibel ist. Zum einen enthält er das Lösungsmittel Dimethylacetamid (DMAC) das
als giftig eingestuft ist. Nach dem Entwicklungsschritt und dem Trocknen der Struktur sollte
jedoch kein Lösungsmittel mehr enthalten sein. Zum anderen ist der enthaltene Pentaerythritol
tetraallyl ether reizend. Die meisten Monomere sind jedoch reizend (GHS07), wie z. B. das
PETA-Monomer. Liegen diese als Polymer vor, so sind sie zellverträglich7.
7Bekanntestes Beispiel hierfür ist Acrylamid. Das Monomer ist giftig und gesundheitsgefährdend, steht unter
verdacht krebserregend zu sein und kann als Nervengift verwendet werden. Liegt es jedoch als langkettiges
Polymer vor, ist es ungiftig und es lassen sich damit Hydrogele herstellen, welche auch zur Zellkultivierung
verwendet werden.
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Um die Biokompatibilität des Thiol-En-Lacks zu testen, wurden 100 µm× 100 µm große
Flächen hergestellt und mit Zellen (NIH/3T3) besiedelt (Abbildung 4.15). Es wurden drei
unterschiedliche Arten von Funktionalisierungen gewählt: keine Funktionalisierung, Maleimid-
terminiertes zyklisches Peptid mit der Aminosäuresequenz Arginin-Glycin-Asparaginsäure8
(Mal-cRGD), Maleimido-Derivat mit unspezifischer Aminosäuresequenz (Mal-GDR)9. So
kann man zum einen feststellen ob der Lack an sich biokompatibel ist und falls nicht ob
eine Funktionalisierung mit dem Mal-cRGD sich positiv auf das Zellverhalten auswirkt. Die
Polymerflächen, die mit dem Mal-GDR terminiert wurden, sollen als Negativkontrolle dienen.
Die Zellen wurden unterschiedlich lange auf den Substraten kultiviert. Nach dem Fixieren und
Färben der Proben wurden sie mikroskopiert und die Zellfläche auf und neben den Strukturen
wurde gemessen (nicht gezeigt). Die Fluoreszenzbilder in Abbildung 4.15 zeigen repräsentative
Strukturen und Zellen nach zweistündiger Kultivierung.
Die reinen Flächen aus Thiol-En-Lack weisen keine Zytotoxizität auf (Abbildung 4.15 (a)).
Zellen breiten sich auf den Strukturen aus und die Zellgröße ist vergleichbar mit der auf
dem Glassubstrat. Auf den Strukturen, die mit dem Mal-cRGD funktionalisiert wurden,
breiten sich die Zellen etwas schneller aus. Das liegt daran, dass die Integrine direkt an das
Peptid binden können und die Zellen nicht erst eigenes Protein sekretieren müssen um an die
Oberfläche adhärieren zu können. Jedoch nach zwei Stunden hat die Funktionalisierung keinen
Einfluss auf die endgültige Zellgröße, die Vergleichbar mit den unfunktionalisierten Flächen ist
(Abbildung 4.15 (b)). Werden Zellen auf den Mal-GDR funktionalisierten Flächen kultiviert,
ist zu beobachten, dass sie diese Bereiche meiden und eher auf dem Glassubstrat adhärieren
(Abbildung 4.15 (c)). Einzelne Zellen, die sich auf den Strukturen befinden, sind klein und
kugelig. Das ist ein Anzeichen dafür, dass die Kultivierungsbedingungen nicht optimal sind
oder schon vor dem fixieren Apoptose auftrat. Und da die Oberfläche schon mit einem Peptid
beschichtet war, konnten die Zellen auch nicht ihr eigenes Protein auf die Strukturen sekretieren.
Aus diesen Experimenten lässt sich schließen, dass der Thiol-En-Lack biokompatibel ist und
für weitere Zellversuche verwendet werden kann.
8Die Aminosäuresequenz Arginin-Glycin-Asparaginsäure oder kurz RGD kommt in EZM-Proteinen wie
Fibronektin vor und ermöglicht es Zellen mittels Integrinen an diese zu binden.
9Die hier verwendete Aminosäuresequenz vermittelt keine Zelladhäsion. Das Mal-cRGD und Mal-GDR wurde
von Ljiljana Fruks Arbeitsgruppe (CFN Young Scientist Group) hergestellt und zur Verfügung gestellt.
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4.2.2 3D Strukturen
Abbildung 4.16: REM-Bilder unterschiedlicher Strukturen aus BR12 und Thiol-En-Lack. (a): Säulen aus BR12.
(b)+(c): Säulen aus BR12. Seile aus Thiol-En-Lack.
Da das Ziel dieser Arbeit eine selektive Biofunktionalisierung von 3D Mikrostrukturen ist,
wurden folgende 3D Struktur gewählt:
Als Grundgerüst wurden Säulen aus BR12 hergestellt (Abbildung 4.16 (a)), die anschließend
mit Balken aus Thiol-En-Lack verbunden wurden (Abbildung 4.16 (b)+(c)). In zukünftigen
Versuchen soll diese Art von Struktur dafür sorgen, dass die Zellen frei schwebend auf den
funktionalisierten Balken sitzen und sie nicht am Boden oder an den Säulen adhärieren. Wenn
man sowohl die Balken aus Abbildung 4.16 (b) und (c) an die BR12-Säulen schreibt kann man
Boxringe ähnlich wie in Abbildung 4.2 erzeugen.
Die Kompositstrukturen wurden nach dem Entwickeln mit Maleimid-Biotin funktionalisiert.
Das Biotin soll später dazu dienen Proteine an die Thiol-En-Struktur zu binden. Um das
Biotin an der Oberfläche nachzuweisen wurde es mit Streptavidin-Cy3 gefärbt. Anhand der
3D Rekonstruktion in Abbildung 4.17 (a) ist zu sehen, dass das Biotin mittels Michael-
Addition hauptsächlich an die Balken bindet, da hier die stärkste Fluoreszenz ist. Es befinden
sich jedoch Farbstoffmoleküle an den Säulenstümpfen. Und auch zwischen den kleinen
Rechtecken in Abbildung 4.17 (b) ist eine Verunreinigung durch Farbstoffanlagerung auf dem
Deckglas zu sehen. Unzureichende Waschschritte nach den jeweiligen Funktionalisierungen
können ausgeschlossen werden, da die Waschschritte jeweils sehr gründlich durchgeführt
und auch passende Lösungsmittel verwendet wurden. Wahrscheinlicher ist, dass während
dem zweiten DLS Schritt eine ungewollten Michael-Addition zwischen dem Methacrylat
auf der Glasoberfläche oder dem Acrylat auf der BR12-Oberfläche und dem Pentaerythritol
tetrakis(mercaptoacetat) im Thiol-En-Lack stattfindet.
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Abbildung 4.17: (a): 3D Rekonstruktion von Konfokalschnitten einer Kompositstruktur bestehend aus Säulen aus
BR12 und Seilen aus Thiol-En-Lack. An die freien Thiol-Gruppen der Seile wurde zuerst ein Maleimid-Biotin und
anschließend ein Streptavidin-Cy3 gebunden. (b): Maximalprojektion aus Konfokalschnitten. Das Muster wurde
aus dem Thiol-En-Lack hergestellt und befindet sich auf der Glasoberfläche. Die Funktionalisierung erfolgte wie
in (a).
Die spontane und ungewollte Michael-Addition zwischen dem Tetrathiol im Fotolack
und dem Meth-/Acrylat an der Oberfläche ist suboptimal und bringt das Konzept der
Struktur durcheinander. Es wäre zwar möglich erst die komplette Struktur aus Thiol-En-
Lack herzustellen und nachträglich die Bereiche die passiviert sein sollen mit BR12-Lack
zu ummanteln, das würde jedoch die Form der Struktur negativ beeinflussen. An eine
Mehrfachfunktionalisierung der Struktur ist so nicht zu denken.
Weitere Nachteile des hier verwendeten Thiol-En-Lack sind zudem, dass er Lösungsmittel
enthält und sich die optimale Laserdosis mit der Zeit ändert. Und dass es im Lack auch
zu spontaner und ungewollter Michael-Addition der einzelnen Komponenten kommt. Diese
Reaktion wird durch den Fotoinitiator katalysiert und hat zur Folge, dass der Lack nach ein bis
zwei Tagen durchpolymerisiert ist und nicht mehr verwendet werden kann. Es müsste vor jedem
Versuch ein neuer Lack hergestellt werden. Würde man anstatt dem Alken ein Alkin verwenden
würde es nicht zur spontanen Reaktion zwischen den Komponenten kommen und der Lack
wäre über einen längeren Zeitraum lagerbar. Das Entwickeln einer Methode zur nachträglichen,
ortsaufgelösten Funktionalisierung des Thiol-En-Lacks wäre ein großer Fortschritt.
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4.3 Photoenol
Die Klick-Chemie zwischen Photoenol und Maleimid bestimmt den Hauptteil dieser Arbeit,
da es die effizienteste und eleganteste Methode zur selektiven Biofunktionalisierung ist. Im
Gegensatz zu den vorherig vorgestellten Methoden handelt es sich hierbei nur um eine Addition
von Molekülen an die Oberfläche. Wodurch Bereiche funktionalisiert oder passiviert werden
können ohne dass sich die Topographie der Struktur ändert.
4.3.1 Vorversuche
Die im Kapitel 3.4.1 vorgestellte Methode wurde nur unter kontrollierten Bedingungen
(sauerstoff- und wasserfrei) getestet. Deshalb musste erst überprüft werden ob die Methode
unter normalen Bedingungen funktioniert. Weiterhin wurde das Lösungsmittel von Acetonitril
zu Dimethylformamid (DMF) gewechselt, weil DMF nicht so schnell verdunstet und deshalb
besser für die folgenden Experimente geeignet ist.
Dafür wurden Deckgläser mit dem Photoenol-Silan (Si-PE), wie in Kapitel 3.4.1 beschrieben,
silanisiert und mit einem PDMS-Ring bedeckt. Das Innere des Rings wurde mit einer Lösung
aus Maleimid-Biotin (Mal-Bt) und DMF gefüllt. Die komplette Probe wurde mit UV-Licht
flutbelichtet (Abbildung 4.18 oben links). Anschließend wurde die Probe mit Avidin-Rhodamin
(Av-Rho) gefärbt. Beim Färben wird ein Tropfen der Lösung auf das Deckglas gegeben,
weshalb sich ein kreisrunder Farbfleck mit einer scharfen Kante nach außen bildet (Abbildung
4.18 links Mitte). Da später Bereiche, die mit Mal-Bt funktionalisiert wurden, besser sichtbar
gemacht werden sollen10 muss man noch eine passende Methode zur Passivierung der
Oberfläche gegen den Farbstoff evaluiert werden. Auch hier wird auf Polyethylenglykol (PEG)
zurückgegriffen. Damit es durch Cycloaddition mit der FMP-Gruppe verbunden werden kann,
wurde das PEG mit einem Maleimid terminiert (Mal-PEG). Um verschiedene Situationen zu
testen, wurde eine kurze (750 g mol−1) und eine lange (2200 g mol−1) Version hergestellt. Mit
den verschiedenen Mal-PEG-Lösungen wurde das gleiche Experiment wie mit dem Mal-Bt
durchgeführt (Abbildung 4.18 oben Mitte). Die Ergebnisse (Fluoreszenzbilder) sind jeweils
rechts von den schematischen Darstellungen gezeigt. Die Zahlen stellen den abgebildeten
Bereich des Deckglases dar.
Anhand der Fluoreszenzbilder in Abbildung 4.18 (oben) ist zu sehen, dass der biotinylierte
Bereich heller erscheint als der auf dem sich nur das Photoenol befindet. Das zeigt, dass die
Funktionalisierung einen Zugewinn an Fluoreszenz bringt und somit mehr Farbstoff gebunden
wurde als in den äußeren Bereichen, wo er nur durch Adhäsion an der Oberfläche adsorbiert
wurde. Sowohl die Passivierung mit dem langen als auch mit dem kurzen Mal-PEG ist
erfolgreich, was an der geringeren Fluoreszenz zu erkennen ist. Die quantitative Analyse
der Fluoreszenzintensität bestätigt, dass sich das kurze Mal-PEG besser zum passivieren der
nicht funktionalisierten Bereiche gegen den Farbstoff eignet (Abbildung 4.18 unten). Alle
Aufnahmen wurden mit den gleichen Einstellungen am LSM aufgenommen um eine bessere
Vergleichbarkeit zu gewährleisten. Die Messung der Fluoreszenzintensität wurde mit Hilfe von
ImageJ durchgeführt.
10Aufgrund von Adhäsion des Farbstoffs an nicht funktionalisierte Bereiche bekommt man beim Aufnehmen
der Fluoreszenzbilder ein Hintergrundrauschen wodurch die Bildqualität schlechter wird.
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Abbildung 4.18: oben: Photoenol silanisierte Deckgläser wurden entweder mit Maleimide-Biotin oder mit
Maleimide-PEG belichtet. Um eine ortsaufgelöste Funktionalisierung zu erreichen wurde ein PDMS-Ring
verwendet. Anschließend wurde das komplette Deckglas mit Avidin-Rhodamin gefärbt. Man kann einen deutlichen
Unterschied in der Helligkeit der verschiedenen Fluoreszenzbilder erkennen. unten: Quantitative Auswertung der
Fluoreszenzintensität. Im Bereich des Maleimide-Biotins ist die stärkste Fluoreszenz zu beobachten. Die reine
Oberflächenadhäsion des Avidin-Farbstoffes ist relativ ausgeglichen. Das Mal-PEG mit der geringeren Molmasse
(kurz) passiviert am besten gegen das Avidin-Rhodamin.
Wegen der besseren Passivierung des kurzen Mal-PEG gegen den Farbstoff Avidin-Rhodamin
wird für die folgenden Experimente immer das kurze Mal-PEG verwendet und nicht mehr
explizit darauf hingewiesen.
4.3.2 Zwei-Photonen-Anregung
Als nächstes wurde evaluiert, ob das Photoenol durch Zwei-Photonenabsorption (2PA) anregbar
ist und wie es sich unter solchen Bedingungen verhält. Deshalb wurde ein Deckglas mit
Si-PE silanisiert und mit der Mal-Bt-Lösung bedeckt. Es folgte eine Strukturierung des
Substrats indem ein femtosekunden gepulster Laser auf die Glasoberfläche fokussiert und
die Probe relativ dazu bewegt wurde. Dies erfolgte für verschiedene Wellenlängen (560-
700 nm, im Intervall von 20 nm) an verschiedenen Stellen auf dem Substrat (Experimenteller
Aufbau siehe Kapitel 3.1.2). Nach einem Waschschritt in DMF wurden die unfunktionalisierten
Bereiche mit Mal-PEG mittels Flutbelichtung passiviert und abermals mit DMF gewaschen.
Es folgte der Färbeschritt mit Av-Rho und ein Waschschritt mit PBS. Anschließend wurden
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Abbildung 4.19: (a): Konfokale Fluoreszenzbilder von 2D funktionalisierten Glasplättchen durch zwei-
photonen-ausgelöste Diels-Alder-Cycloaddition bei verschiedenen Wellenlängen (580-680 nm). Darauf folgte eine
supramolekulare (Bio-) Konjugation mit Avidin-Rhodamin. (b): Vergrößerung des Musters aus (a) für λ = 660 nm
und eine mittlere Laserleistung von 4,75 mW. Der geringste Abstand zwischen zwei deutlich auflösbaren Linien
beträgt 2 µm. (c): Vergleich der mittleren Fluoreszenzintensität der Cycloaddition/Biokonjugation für verschiedene
Wellenlängen (aus (a)) (schwarze, durchgezogene Linie) und dem UV/Vis-Absorptionsspektrum des Photoenol-
Grundstoffs das über die doppelte Wellenlänge aufgetragen wurde (graue, gestrichelte Linie). Unten: Schematische
Darstellung der Vorgehensweise inklusive der verwendeten Chemikalien. Abbildung nach [288].
Fluoreszenzbilder mit Hilfe des konfokalen LSM aufgenommen (Abbildung 4.19 (a)). Für
jede Wellenlänge wurde die Laserleistung von 0 bis 19,75 mW in 0,25 mW Intervallen variiert.
Die Laserleistung wurde von der rechten Spalte der unteren Zeile beginnend nach links oben
erhöht. Der Linienabstand in einer Spalte der jeweiligen Laserleistung wurde von 5 bis 0,25 µm
verkleinert.
Ab einer Laserleistung von etwa 5 mW wurde die maximale Fluoreszenzintensität der
jeweiligen Wellenlänge beobachtet. Für höhere Laserleistungen nahm die Fluoreszenzintensität
nicht mehr signifikant zu. Der geringste Abstand zwischen zwei Linien und somit die maximale
Auflösung die erreicht werden kann, liegt bei 2 µm (Abbildung 4.19 (b)). Die maximale
Auflösung dieser Methode hängt im Gegensatz zum normalen DLS nicht von der Laserleistung
ab [236]. Die hier verwendete Cycloaddition eines Maleimido-Derivats erfolgt nur an der
Oberfläche eines Deckglases. Diffusion spielt hier keine Rolle. Bei der Radikalpolymerisation
werden bei höheren Laserleistungen mehr Radikale erzeugt, die sich durch Diffusion ausbreiten
und so für eine schlechtere Auflösung sorgen.
Abbildung 4.19 (a) bescheinigt, dass das Photoenol durch eine 2PA aktiviert werden kann,
da die Diels-Alder-Cycloaddition schnell abläuft und das UV/Vis-Spektrum von Photoenol
keine Absorption in dem verwendeten Wellenlängenbereich aufweist [283, 288]. Um zu
sehen welche Wellenlänge für spätere Versuche am besten geeignet ist und ob es einen
Zusammenhang mit dem UV/Vis-Spektrum von PE gibt, wurde die Fluoreszenzintensität für die
verschiedenen Wellenlängen bei einer Laserleistung von 4,75 mW und vom Hintergrund direkt
daneben gemessen. Anschließend wurde der Hintergrund abgezogen. Die gemessenen Werte
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sind in Abbildung 4.19 (c) aufgetragen. Sie korrelieren mit dem UV/Vis-Absorptionsspektrum
des Photoenols das über die doppelte Wellenlänge aufgetragen wurde. Für die folgenden
Experimente wurde immer eine Wellenlänge von 640 nm gewählt, was dem doppelten Ein-
Photonenabsorptionsmaximum von 320 nm entspricht.
4.3.3 Funktionalisierung von 3D Strukturen
Da wir zeigen konnten, dass eine Zwei-Photonenanregung des Photoenols und somit eine 2D
ortsaufgelöste Funktionalisierung möglich ist, sollte gezeigt werden, dass man diese Methode
auch zur 3D Funktionalisierung verwenden kann.
Um die Photoenol-Chemie auch an 3D Strukturen anwenden zu können, wählten wir
Ormocomp als Fotolack, da man dieses genau wie Glas silanisieren kann. Nachdem die
3D Strukturen mittels normalem DLS (Nanoscribe Gerät) hergestellt wurden, folgte eine
homogene Beschichtung mit dem Si-PE durch Silanisierung (Abbildung 4.20 (a)+(b)). Um die
licht-angeregte Diels-Alder-Cycloaddition auszulösen wurde der Laserfokus in Anwesenheit
des Maleimido-Derivats Maleimid-Biotin (Mal-Bt) oder Maleimid-Benzylguanin (Mal-BG)
kreisförmig über die zu aktivierende Stelle bewegt (Abbildung 4.20 (b)+(c)). Nur in der Zeit,
während das PE durch das Licht aktiviert wird und in seiner Dien-Form vorliegt, ist eine
chemische Ligation möglich. Um die funktionalisierten Bereiche sichtbar zu machen, werden
sie mittels supramolekularer Biokonjugation gefärbt (Abbildung 4.20 (c)+(d)). Zwischen
Funktionalisierung und Färbe-Schritt sollte die restliche Struktur mit einem passenden Molekül
passiviert werden.
Was in der Theorie simpel klingt ist in der Praxis nicht ganz so leicht durchzuführen bzw.
es sollten einige Dinge beachtet werden. Beim Aufkleben der silanisierten Proben auf den
Probenhalter muss darauf geachtet werden die Probe nicht schief aufzukleben. Sonst erhält
man einen Versatz der funktionalisierten Bereiche. Man könnte die Verdrehung der Probe
zwar herausrechnen, gibt man sich jedoch Mühe beim Aufkleben der Proben erspart man sich
diesen Schritt. Die Maleimido-Derivate sind immer in DMF gelöst. Gibt man einen Tropfen
der Lösung direkt auf das Deckglas, zerfließt dieser und läuft zwischen Deckglas und Halter.
So erhält man enorme Schwankungen in z-Richtung, was dazu führen würde dass sich die 3D
Struktur nicht mehr im Fokus befinden würde. Zudem würde das Lösungsmittel aufgrund der
vergrößerten Oberfläche zu schnell verdunsten. Deshalb verwendet man hierfür einen PDMS-
Ring um das zu unterbinden. In ersten Versuchen wurde noch Acetonitril als Lösungsmittel
verwendet. Es stellte sich heraus, dass es zu schnell verdunstet und den PDMS-Ring auflöst.
Obwohl DMF nicht so schnell verdunstet wie Acetonitril, muss stets überprüft werden ob
sich noch eine ausreichende Menge der Lösung auf der Probe befindet. Neben die eigentliche
Strukturen wurden kleine Kreuze auf das Deckglas geschrieben. Diese dienen dazu, ein Feld
vor dem Funktionalisieren auszurichten. Auf einer Probe befinden sich 9-16 Felder. Diese
haben zwar einen definierten Abstand von 200 µm, die Märzhäuser Bühnen verfahren jedoch
nicht so genau, dass die Probe von Feld zu Feld nicht immer wieder neu ausgerichtet werden
müsste. Hinzu kommt die leichte Rotation der Probe um die z-Achse, die sich durch das
Aufkleben ergibt.
4.3. Photoenol 81
Abbildung 4.20: Schematische Darstellung der allgemeinen Vorgehensweise zur kontrollierten, photochemischen
Funktionalisierung anorganisch-organischer 3D Strukturen. Die Oberfläche der Ormocomp-Struktur wird durch
ein Argon-Plasma aktiviert (a), wodurch das Photoenol-Silan kovalent an diese binden kann (b). Die silanisierte
Mikrostruktur wird mit einer Maleimido-Derivat (Maleimid-Biotin oder Maleimid-Benzylguanin) Lösung bedeckt.
Es folgt eine ortsaufgelöste Diels-Alder-Cycloaddition des Maleimids mittels 2PA (c). Letztendlich werden
die lokal aktivierten Bereiche noch mittels nichtkovalenter oder kovalenter Biokonjugation mit fluoreszenten
Farbstoffen oder Proteinen markiert (Streptavidin-Cy3, SNAP-GFP bzw. O6-Alkylguanin-DNA Alkyltransferase
- grün fluoreszentes Protein) (d). Abbildung nach [288].
Die verwendete mittlere Laserleistung vor dem Objektiv betrug 5 mW. Die
Schreibgeschwindigkeit variierte zwischen 100 und 200 µm s−1. Die tatsächliche Verweildauer
an einem Punkt war jedoch länger, da mehrere kreisförmige Trajektorien an der jeweiligen
Stelle abgefahren wurden. Die endgültige Schreibdauer für einen funktionalisierten Bereich
(Punkt) lag bei ca. 2-5 Sekunden. Übliche Zeiten um eine Struktur (180 µm × 180 µm, Abstand
zwischen Säulen: 20 µm, 180 Punkte) zu funktionalisieren lagen zwischen 6 und 15 Minuten.
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Abbildung 4.21: (a)+(c): REM-Bilder von Mikrostrukturen aus Ormocomp. Solche Strukturen wurden in (b)
und (d) verwendet. Das Kreuz auf dem Deckglasboden wurde zur Ausrichtung der Struktur im lasergestützten
2PA-Prozess benötigt. (b)+(d): 3D Rekonstruktion von Konfokalschnitten einer Mikrostruktur aus Ormocomp,
die mit Photoenol silanisiert und mit Maleimide-Biotin lokal funktionalisiert wurde. Die funktionalisierten
Bereiche wurden mit Avidin-Rhodamin bzw. Streptavidin-Cy3 (rot) sichtbar gemacht. Die Autofluoreszenz der
Ormocomp-Struktur ist in weiß dargestellt. In (d) wurden die Seile auf unterschiedlichen Höhen geschrieben und
abwechselnd in axialer Richtung funktionalisiert, damit die 3D Funktionalisierung sichtbar wird. (e): Darstellung
der vollständigen Struktur aus (d). (f): Schnitte in x-y- und x-z-Richtung durch das gemessenes Intensitätsprofil
des Laserfokus, der zur Photoaktivierung verwendet wurde (λ = 640 nm). Unten: Schematische Darstellung der
Vorgehensweise inklusive der verwendeten Chemikalien. Abbildung nach [288].
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In Abbildung 4.21 (a) und (c) sind REM-Bilder von Ormocomp-Strukturen zu sehen, die für
die selektive 3D Funktionalisierung verwendet wurden. Die Mikrostrukturen bestehen aus
Säulen mit einer Höhe von 10 µm und einem lateralen Abstand von 20 µm. Die Säulen sind
mit Seilen verbunden, die sich entweder nur auf einer Höhe befinden oder auf zwei Höhen
übereinander. Für den letzteren Fall, beträgt der axiale Abstand 5 µm. Nach der Silanisierung
der 3D Strukturen mit Si-PE erfolgte die selektive Funktionalisierung mittels 2PA mit Mal-Bt.
Die nicht-funktionalisierten Bereiche wurden passiviert. In Abbildung 4.21 (b) wurde das Mal-
PEG verwendet. In Abbildung 4.21 (d) und (e) wurde ein Maleimid-Poly(oligo(ethylenglykol)
Methacrlyat) (Mal-POEGMA) verwendet. Dieses besteht im Vergleich zu dem Mal-PEG
nicht aus einer linearen PEG-Kette sondern aus Polymerbürsten aus PEG. Durch die längere
und verästelte Kette aus PEG-Einheiten passiviert dieses Molekül, im Vergleich zur linearen
Variante, nicht nur gut gegen Farbstoffe sondern auch gegen Proteine (siehe Kapitel 4.3.5).
Nachdem die Strukturen gefärbt waren (Abbildung 4.21 (b): Av-Rho, (d)+(e): SAv-Cy3),
wurden sie mit Hilfe eines konfokalen LSM mikroskopiert.
In den 3D Rekonstruktionen ist sehr gut zu erkennen, dass die Funktionalisierung auch
selektiv an 3D Strukturen funktioniert (Abbildung 4.21 (b)) und dass es sich tatsächlich um
einen Zwei-Photonenprozess handelt (Abbildung 4.21 (d) und (e)). Die Seile sind punktuell
funktionalisiert, wobei unterhalb der Funktionalisierung des höher gelegenen Seils keine
Funktionalisierung zu erkennen ist.
Abbildung 4.21 (f) zeigt die Intensitätsverteilung im Laserfokus für eine Wellenlänge von
640 nm, die an einem 100 nm großen Goldkügelchen11 durch Rückreflektion gemessen wurde.
Aus den gemessenen Werten sollte sich eine Auflösung in lateraler x-y-Richtung von etwa
300 nm und in axialer z-Richtung 800 nm ergeben [212]. Lateral auf der Glasoberfläche wurden
ca. 1-2 µm erreicht. Die laterale Ausdehnung der Funktionalisierten Bereiche auf den 3D
Strukturen beträgt 3 µm. Dies entspricht jedoch nicht dem erreichbaren Minimum. Diese Größe
wurde gewählt, weil es zum einen besser zu mikroskopieren ist und zum anderen ist das die
optimale Größe für spätere Zellversuche. Axial wurde eine Auflösung von 2,5 µm erreicht.
Das kann deutlich an den nur auf einer Höhe funktionalisierten Bereichen gesehen werden.
(Der Abstand Mitte zu Mitte der Seile beträgt 5 µm, die Seile haben eine axiale Ausdehnung
von 2,5 µm.) Aufgrund des Brechungsindex des Lösungsmittels (DMF, n = 1,430), in dem das
Mal-Bt gelöst ist, kann die oben erwähnte theoretische axiale Auflösung nicht erreicht werden.
Deshalb ist die gezeigte axiale Auflösung zufriedenstellend.
Somit konnte gezeigt werden dass man mit dieser Methode mit passabler Auflösung und in
angemessener Zeit dreidimensional funktionalisieren kann (Abbildung 4.21 (e)).
11Die Goldkügelchen wurden in Lösung auf dem Deckglas aufgesponnen und im PETA-Monomer eingebettet.
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4.3.4 Mehrfachfunktionalisierung von 3D Strukturen
Abbildung 4.22: 3D Rekonstruktion von Konfokalschnitten einer 3D DLS Struktur die selektiv mit Biotin (mit
Streptavidin-Cy3 gefärbt, rot) und Benzylguanin (mit SNAP-GFP gefärbt, grün) funktionalisiert wurde. Die
Autofluoreszenz der Ormocomp-Struktur ist in weiß dargestellt. (a): Funktionalisierung mit Biotin an den Säulen
und Benzylguanin an den Seilen. (b): Schematische Darstellung der Funktionalisierung und Färbung einer Struktur,
wie sie in (a) dargestellt ist. (c): Weißer und roter Kanal der Struktur aus (a). (d): Weißer und grüner Kanal der
Struktur aus (a). Die Autofluoreszenz der Seile ist zu gering um sie zu sehen. Abbildung nach [288].
Da für spätere Zellversuche nicht nur ein sondern mehrere Proteine selektiv an eine 3D Struktur
gebunden werden sollen, musste gezeigt werden, dass die Photoenol-Chemie sich hierfür
ebenfalls eignet. Als erstes musste ein weiterer orthogonaler Bindemechanismus gefunden
werden. Der in Kapitel 3.4.3 vorgestellte SNAP-Tag-Mechanismus wurde als passend evaluiert.
Eine 3D Mikrostruktur wurde mit Si-PE silanisiert und mit einer Lösung aus Maleimid-
Biotin und DMF bedeckt. Es folgte eine Funktionalisierung der Säulen mit dem Mal-Bt, ein
Waschschritt und nach dem Bedecken mit einer Lösung aus Maleimid-Benzylguanin und
DMF wurden die Seile mit Mal-BG funktionalisiert. Die Probe wurde nochmals gewaschen,
anschließend mit SAv-Cy3 gefärbt, abermals gewaschen und letztendlich mit SNAP-GFP
gefärbt (schematische Darstellung in Abbildung 4.22 (b)). Der Farbstoff (Cy3: 580-
650 nm) und das fluoreszente Protein (GFP: 500-550 nm) fluoreszieren in unterschiedlichen
Wellenlängenbereichen und sind deshalb beim mikroskopieren klar voneinander unterscheidbar.
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In Abbildung 4.22 (a) ist eine selektive Färbung der Säulen mit SAv-Cy3 und der Seile mit
SNAP-GFP zu sehen. Beim betrachten der einzelnen Fluoreszenzkanäle (Abbildung 4.22 (c)
und (d)) wird deutlich, dass es auch zu keiner Kreuzreaktion der verwendeten Moleküle kommt.
Die Fluoreszenz ist jeweils nur in dem Bereich zu sehen wo es auch erwartet wird. Es konnte
somit gezeigt werden, dass eine selektive Funktionalisierung mit mehreren Molekülen, wie z. B.
Biotin und Benzylguanin, möglich ist. Prinzipiell wäre es mit der hier verwendeten Methode
realisierbar noch mehr Moleküle selektiv über die Diels-Alder-Cycloaddition anzubringen.
Dafür müssten jedoch noch mehr biokompatible und orthogonale Bindemechanismen evaluiert
werden um dies nachzuweisen.
Um schlussendlich zu zeigen, mit welcher Auflösung und Präzision die 3D Mikrostrukturen
funktionalisiert werden können, wurden nur kleine Bereiche der Seile (Abbildung 4.23 (a)
und (b)) oder alternierend (Abbildung 4.23 (c) bis (f)), mit Biotin und mit Benzylguanin,
funktionalisiert. In den 3D Rekonstruktionen ist wieder zu sehen, wie gut diese Methode
funktioniert. Zudem ist die präzise Aneinanderreihung der 3 µm großen funktionalisierten
Bereiche zu sehen, ohne dass eine Kreuzreaktion zu beobachten ist.
Bei den in Abbildung 4.23 gezeigten Experimenten wurde eine andere Methode zum
passivieren der nicht-funktionalisierten Bereiche gewählt, da die übliche Methode zur
Passivierung (Flutbelichtung mit Mal-PEG oder Mal-POEGMA) in Kombination mit dem
SNAP-GFP nicht effektiv genug war. Das SNAP-GFP adhärierte an der restlichen Struktur
und den mit Mal-BG funktionalisierten Bereichen (nicht gezeigt). Es hat sich herausgestellt,
dass sich Pluronic F-10812 sehr gut zum passivieren eignet. Es passiviert sowohl gegen den
SAv-Cy3 Farbstoff, als auch gegen das SNAP-GFP.
Es wurde eine Lösung aus 10 gew. % Pluronic F-108 in Wasser für eine Stunde auf die Probe
gegeben. Es folgte ein Waschschritt, das Färben mit SAv-Cy3, ein weiterer Waschschritt und
letztendlich die Färbung mit SNAP-GFP (genaue Vorgehensweise und Konzentrationen sind in
Kapitel 3.4 zu finden).
12Pluronic F-108 (Poly(ethylenglykol)-Block-Poly(propylenglykol)-Block-Poly(ethylenglykol), PEG-PPG-
PEG) ist ein Blockcopolymer. Es besitzt zwei hydrophile Polymerketten und eine hydrophobe Polymerkette
zwischen den beiden anderen. So kann es an hydrophobe Oberflächen (wie z. B. Si-PE) adhärieren. Die beiden
hydrophilen Ketten stehen nach oben ab, wenn sich die Probe in wässrigen Lösungsmitteln befindet. So erhält man
ebenfalls eine hydrophile Oberfläche die gut gegen Proteine passiviert.
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Abbildung 4.23: (a)-(d): 3D Rekonstruktionen von Konfokalschnitten von 3D DLS Strukturen. Die Seile wurden
selektiv und abwechselnd mit Biotin (mit Streptavidin-Cy3 gefärbt, rot) und Benzylguanin (mit SNAP-GFP
gefärbt, grün) funktionalisiert. Die Autofluoreszenz der Ormocomp-Struktur ist in weiß dargestellt. . (e): Weißer
und roter Kanal der Struktur aus (c). (f): Weißer und grüner Kanal der Struktur aus (c). Die Autofluoreszenz
der Seile ist zu gering um sie zu sehen. Unten: Schematische Darstellung der Vorgehensweise inklusive der
verwendeten Chemikalien. Abbildung nach [288].
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4.3.5 Kontrollierte Zelladhäsion in 3D
Erste Versuche mit Zellen und Proteinen
Abbildung 4.24: (a): Fluoreszenzbild einer Rahmenstruktur aus Ormocomp. Das Innere des Rahmens wurde
mit Biotin gemustert und anschließend mit Streptavidin-Cy3 gefärbt. Diese Struktur dient als Kontrolle. (b):
Fluoreszenzbild einer Rahmenstruktur wie in (a), nur dass die Oberfläche mit Mal-cRGD gemustert wurde.
Aufgrund der schlechten Passivierung reagieren die PCF nicht auf das Peptidmuster und wachsen unkontrolliuert.
(c): Wegen der besseren Passivierung durch das Mal-POEGMA konnte eine 3D Struktur mit Biotin-Fibronektin
(Bt-FN, rot) selektiv funktionalisiert und durch Antikörperfärbung sichtbar gemacht werden. Unten: Schematische
Darstellung der Vorgehensweise inklusive der verwendeten Chemikalien und Proteine in (c).
Da gezeigt werden konnte, dass mit Hilfe der Photoenol-Chemie und passenden orthogonalen
Bindemechanismen Farbstoffe und fluoreszierende Proteine selektiv an 3D Mikrostrukturen
angebracht werden können und sogar nicht-funktionalisierte Bereiche passiviert wurden, wurde
dieser Mechanismus auch für die kontrollierte Zelladhäsion genutzt.
Zuerst wurden Proben mittels DLS hergestellt, auf denen sich ein Liniengitter aus Ormocomp
befand. Zwischen den Liniengittern waren 200 µm× 200 µm große Freiräume. In diesen sollte
die Oberfläche funktionalisiert werden. Abbildung 4.24 (a) zeigt ein Fluoreszenzbild wie die
Proben nach dem silanisieren mit Si-PE gemustert wurden und dient zur Kontrolle ob die
Diels-Alder-Cycloaddition weiterhin funktioniert. Sie wurde wie die Proben in den vorherigen
Kapiteln hergestellt: Cycloaddition mit Mal-Bt, passivieren mit Mal-PEG und färben mit
SAv-Cy3. Vorbild für die Art der Musterung war das Microcontact Printing (µCP) [8], bei dem
kleine Proteininseln auf ein Deckglas gestempelt werden. Die Größe der funktionalisierten
Bereiche beträgt 3 µm× 3 µm mit einem Mittenabstand von 13 µm.
In Abbildung 4.24 (b) wurde anstelle dem Mal-Bt das Mal-cRGD verwendet (siehe Kapitel
4.2.1). Passiviert wurde die Probe mit Mal-PEG. Werden auf dieser Probe Zellen (PCF)
kultiviert, sollten sie nur dort wo sich das Mal-cRGD befindet in der Lage sein Fokalkontakte
auszubilden. Die Zellen passen jedoch ihre Form nicht an das Muster an, wie man es
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von den µCP-Versuchen kennt [8]. Die Zellen wachsen unkontrolliert über den gesamten
Bereich hinweg. Nur eine Ausrichtung entlang des Liniengitters ist zu erkennen. Ein weiterer
Nachteil bei der Verwendung des Mal-cRGD ist, dass man nur die Fokalkontakte an den
funktionalisierten Stellen durch Immunhistochemie nachweisen könnte und nicht das Mal-
cRGD an sich. Deshalb war auch die Kontrolle nötig (Abbildung 4.24 (a)). Es musste eine
Methode zur Funktionalisierung mit Proteinen und nicht nur eines Peptids gefunden werden.
Am geeignetsten hierfür ist der Biotin-(Strept)Avidin-Mechanismus. Mit Hilfe eines
sogenannten Biotinylierung-Kits lassen sich alle Proteine der EZM biotinylieren (siehe
Kapitel 3.4.2). Um das biotinylierte Protein (z. B. Biotin-Fibronektin, Bt-FN) an das Mal-Bt an
der Oberfläche zu binden, muss man in einem Zwischenschritt das Mal-Bt mit einem Avidin
(Av), Streptavidin (SAv) oder Neutravidin (NAv) versehen. Da die verschiedenen Avidine über
vier Bindestellen für Biotin verfügen, können sich an jedem Mal-Bt bis zu drei Bt-FN befinden.
Um diesen Zwischenschritt zu umgehen, könnte auch ein Maleimid-Streptavidin (Mal-SAv)
verwendet werden. Das ist jedoch deutlich teurer als das Mal-Bt und auch aufgrund seiner
Größe von ca. 60 kDa, schlechten Löslichkeit in DMF und der damit verbundenen geringen
Konzentration in der Lösung nicht für die Photoaktivierung geeignet (nicht gezeigt).
Deshalb wurde eine 3D Mikrostruktur aus Ormocomp (Abbildung 4.21 (c)) mit Si-PE
silanisiert und die Seile punktuell mit Mal-Bt funktionalisiert. Zur Passivierung wurde das
Mal-POEGMA verwendet, weil es sich als geeigneter herausgestellt hat um die Strukturen
gegen Proteine zu passivieren. Es folgte der Zwischenschritt mit NAv und die Kopplung
Abbildung 4.25: (a): 3D Rekonstruktion von Konfokalschnitten einer 3D DLS Struktur die selektiv mit
Biotin funktionalisiert wurde. Nach einem Passivierungsschritt wurde Neutravidin und dann Biotin-Fibronektin
(rot) an die funktionalisierten Stellen gebunden. Anschließend wurden PCFs auf den Strukturen kultiviert.
Ormocomp/Zellkern (weiß), Fibronektin (rot), Aktin (grün). (b): Maximalprojektion der Konfokalschnitte aus (a).
Unten: Schematische Darstellung der Vorgehensweise inklusive der verwendeten Chemikalien und Proteine.
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mit Bt-FN. Das Fibronektin (rot) konnte durch eine immunhistochemische Färbung sichtbar
gemacht und somit nachgewiesen werden (Abbildung 4.24 (c)).
Auf so funktionalisierten Strukturen wurden Zellen (PCF) kultiviert (Abbildung 4.25). Anhand
der roten Punkte (Fibronektin) an den Seilen ist zu erkennen, dass die Funktionalisierung
mit dem Protein erfolgreich war und auch die nicht-funktionalisierten Bereiche mit Hilfe des
Mal-POEGMA gut gegen das Protein passiviert wurden. Ebenfalls deutlich zu erkennen ist
jedoch, dass die Zelle in dem hier gezeigten und repräsentativen Ausschnitt über die komplette
Struktur hinweg wächst. Sie ist in der Lage Fokalkontakte an beliebigen Stellen zu bilden
und auch ihr eigenes Protein auf die Struktur zu sekretieren. Somit war eine kontrollierte
Zelladhäsion sowohl in 2D als auch in 3D nicht möglich.
Polymerbürsten
Zur vollständigen Passivierung gegen Zelladhäsion, waren alle erdenklichen Grafting-to-
Ansätze, um die Oberfläche hydrophil (verschiedene Mal-PEG, verschiedene Mal-POEGMA)
oder auch extrem hydrophob (Octadecylmaleimid, nicht gezeigt) zu bekommen, getestet.
Sie erwiesen sich jedoch als ungeeignet. Auch verschiedene Pluronic Blockcopolymere
brachten keinen Erfolg. Teilweise führte die Passivierung mit diesen Methoden zu verringerter
Proliferation oder veränderter Morphologie, jedoch nicht zur Apoptose. Die Zellen waren
immer in der Lage Fokalkontakte zu bilden. Eine mögliche Erklärung wäre, dass nicht alle PE
Moleküle an der Oberfläche mit den Maleimiden reagieren können. Ist erst einmal ein großes
und sperriges Molekül wie das Mal-POEGMA an ein PE gebunden, so kann es sein, dass es
die nächsten Nachbarn verdeckt und sich kein homogener Film an der Oberfläche bildet. Die
kleinen Fehlstellen könnten den Zellen ausreichen um auf dem Substrat zu adhärieren.
Deshalb sollte ein Grafting-from-Ansatz dieses Problem lösen. Das ist zwar komplizierter
und nicht so elegant wie ein Grafting-to-Ansatz, es wurden mit einer solchen Methode
jedoch schon perfekt passivierte Oberflächen hergestellt [299, 300]. Die Idee dahinter ist
simpel: Zuerst wird ein sogenanntes Startermolekül auf die Oberfläche gebracht. Dieses ist
in der Regel ein kleines Molekül, damit die Oberfläche dicht mit dem Molekül bedeckt
ist. Geschieht dies nur durch das Benetzen einer Oberfläche mit einer Lösung in der das
Startermolekül enthalten ist, handelt es sich um eine selbstorganisierende Monolage (self-
assembled monolayer, SAM). Nun besteht die Möglichkeit mittels verschiedener Methoden
Polymere von dem Startermolekül aus zu wachsen. Die hier verwendete Methode nennt sich
Atom Transfer Radical Polymerization (ATRP). Mit Hilfe eines Übergangsmetallkomplexes
lässt sich so die Konzentration an Radikalen an der Oberfläche kontrollieren. Die in Lösung
befindlichen Acrylate oder Methacrylate reagieren mit den Radikalen an der Oberfläche.
Im Reaktionsgleichgewicht, werden die Radikale immer wieder abgedeckt, so dass die
Polymerisation von der Oberfläche langsam und kontrolliert abläuft (siehe Abbildung 4.26 (b)).
In Abbildung 4.26 (a) ist der experimentelle Aufbau zu sehen, mit dem das Wachstum der
Polymerbürsten ermöglicht wurde. Er besteht aus einer Schlenklinie (im Hintergrund), einem
Schlenkkolben und einem Rundkolben. Die beiden Kolben können mit Hilfe von Septen
aus Gummi verschlossen werden. Für das Wachsen der Polymerbürsten werden folgende
Chemikalien benötigt:
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Abbildung 4.26: (a): Aufbau zum Wachsen der Polymerbürsten. (b): Schematische Darstellung der Bindung von
Mal-Br an Photoenol und vom Wachstum der Polymerbürsten.
• 8,5 g Poly(ethyleneglykol) methyl ether methacrylat13 (PEGMA, Sigma Aldrich)
• 10 ml Wasser
• 5 ml Methanol
• 217,5 mg Bipyridyl
• 55,5 mg CuCl
• 12,2 mg CuBr2
Bevor alle Chemikalien zusammengefügt werden können, muss der Sauerstoff aus dem System
entfernt werden. Der vollständige Versuchsablauf ist folgendermaßen:
Das CuCl, das CuBr2, die Proben (auf denen sich der ATRP-Initiator befindet, Abbildung
4.26 (b) oben) und ein Magnetrührer werden in den Schlenkkolben gegeben. Dieser wird mit
einem Septum verschlossen. Anschließend wird Vakuum (∼ 10 mbar) gezogen und wieder
mit Stickstoff belüftet. Dieser Vorgang wird 4-5 mal wiederholt. Währenddessen wird das
PEGMA, Wasser, Methanol, Bipyridyl und ein Magnetrührer in den Rundkolben gegeben und
ebenfalls mit einem Septum verschlossen. Um den gelösten Sauerstoff zu entfernen erfolgte
eine Entgasung durch das ständige Einleiten des Inertgases Stickstoff (Strippung). Nach
30-60 Minuten wird die PEGMA-Lösung mit Hilfe einer Transferkanüle in den Schlenkkolben
unter ständigem rühren überführt. Nachdem der vollständige Transfer erreicht ist, wird mit
der Zeitnahme begonnen. Je nachdem wie lange die Polymerbürsten werden sollen wird ein
Zeitintervall zwischen 5 und 30 Minuten gewählt (Abbildung 4.26 (b) unten zeigt schematisch
den Ablauf). Nach entsprechender Zeit, wird das Septum entfernt, die Proben werden gründlich
gewaschen14 (10 min Methanol, 10 min Wasser, 10 min Methanol, 10 min Wasser, 10 min
Isopropanol), mit Isopropanol gespült und mit Stickstoff getrocknet.
13Der Inhibitor wurde zuvor entfernt, da er die ATRP blockieren würde.
14Kupfer und Kupfersalze sind schädlich für lebende Organismen. Deshalb sollte sichergestellt werden, dass
sich keine Spuren davon auf der Probe befinden. Dies könnte zum Zelltod auf der kompletten Probe führen.
4.3. Photoenol 91
Abbildung 4.27: links: Schematische Darstellung des Versuchsablaufs. Auf ein Si-PE silanisiertes Deckglas
wird eine Maske aus PDMS gelegt und die Zwischenräume werden mit einer Mal-Br Lösung in DMF
aufgefüllt. Die ganze Struktur wird flutbelichtet. Nach dem Wachsen der Polymerbürsten werden PCFs auf den
Proben kultiviert. (a)-(d): Fluoreszenzbilder der passivierten und nicht passivierten Bereiche. Das Wachsen der
Polymerbürsten erfolgte für unterschiedlich lange Zeitintervalle. (a): 30 Minuten. (b): 20 Minuten. (c): 10 Minuten.
(d): 5 Minuten. (e): Fluoreszenzbild einer Anordnung von Mikrostrukturen aus Ormocomp und darauf kultivierten
Zellen (PCF). Die Probe wurde mit Photoenol silanisiert und anschließend mit Mal-Br funktionalisiert. (f):
Wie (e), jedoch erfolgte ein 30 minütiges Wachstum von Polymerbürsten. Aktin (grün), Fibronektin (rot),
Zellkern/Autofluoreszenz (blau)
Als erstes wurde auf flachen Substraten untersucht ob eine perfekte Passivierung zu erreichen
ist. Dafür wurden Deckgläser mit Si-PE silanisiert und einer PDMS-Maske bedeckt (Abbildung
4.27 links oben). Die freien Bereiche wurden mit einer Lösung von Maleimid-Bromid (Mal-Br,
ATRP-Initiator) in DMF aufgefüllt und mit UV-Licht flutbelichtet. Anschließend erfolgte ein
Wachstum von Polymerbürsten für unterschiedliche Zeitintervalle (30 min, 20 min, 10 min,
5 min) (Abbildung 4.27 links mitte). Die Proben wurden mit Fibronektin beschichtet und mit
Zellen kultiviert (Abbildung 4.27 links unten). Nur in Bereich 2, wo keine ATRP stattfand,
können die Zellen adhärieren und proliferieren (Abbildung 4.27 (a)-(d)). Die Kante zwischen
passiviertem und nicht-passiviertem Bereich ist deutlich sichtbar. Die Passivierung wirkt quasi
wie eine unüberwindbare Wand, die die Zellen nicht überwinden können. Bevor die Zellen
fixiert und gefärbt wurden, waren die passivierten Bereiche mit bereits gestorbene Zellen
bedeckt, da diese nicht in der Lage waren auf der hydrophilen Oberfläche zu adhärieren. Diese
wurden bei den Waschschritten jedoch von der Probe gespült (nicht gezeigt).
Um herauszufinden ob die Apoptose durch das Mal-Br ausgelöst wird und ob die
Polymerbürsten auch auf 3D Strukturen wachsen, wurden zwei Proben auf denen sich
3D Ormocomp-Strukturen befanden mit Si-PE silanisiert. Der Bereich in dem sich die
Mikrostrukturen befanden wurde mit Mal-Br durch Flutbelichtung funktionalisiert. Auf einer
der beiden Proben erfolgte das Wachstum von Polymerbürsten. Es folgten Waschschritte, die
Beschichtung mit Fibronektin und die Kultivierung mit Zellen. Auf der Kontrolle (Abbildung
4.27 (e)) sind sowohl die 3D Strukturen als auch das Deckglas mit Fibronektin (rot) bedeckt.
Zudem wachsen Zellen (Aktin: grün) auf und unter den Strukturen. Die Probe, auf der das
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Bürstenwachstum stattfand, passiviert perfekt gegen Fibronektin und Zellen (Abbildung 4.27
(f)). Nur einzelne Zellen, die wohl schon vor dem fixieren tot waren, befanden sich auf den
passivierten Bereichen.
Somit konnte gezeigt werden, dass sich mit Hilfe eines Grafting-from-Ansatzes perfekt
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Abbildung 4.28: Schematische Darstellung zum Ablauf der selektiven Funktionalisierung 3D Mikrostrukturen für
kontrolliertes Zellwachstum (a)+(e): Silanisierung der 3D Mikrostruktur mit Photoenol. (b)+(f): Bedecken der
Struktur mit einer Lösung aus Maleimid-Biotin in DMF und selektive Funktionalisierung mittels 2PA. (c)+(g):
Cycloaddition des Mal-Br an die restliche Oberfläche und Passivierung durch das Wachsen der Polymerbürsten.
(d)+(h): Biokonjugation der funktionalisierten Bereiche erst mit Neutravidin und dann mit biotinyliertem
Fibronektin. Abbildung nach [301].
Nachdem gezeigt wurde, dass sich das Photoenol über einen Zwei-Photonenprozess anregen
lässt, sich so 3D Strukturen mit Proteinen funktionalisieren lassen und dass mit Hilfe der
PEGMA-Polymerbürsten sich auch Mikrostrukturen vollständig passivieren lassen, wurden
diese beiden Methoden kombiniert um die Zelladhäsion in 3D nur durch chemische
Modifikation der Oberfläche zu kontrollieren.
Deshalb wurden Mikrostrukturen aus Ormocomp auf ein Deckglas geschrieben und mit Si-
PE silanisiert15 (Abbildung 4.28 (a) und (e)). Anschließend wurde ein Tropfen der Mal-Bt-
Lösung auf die Probe gegeben und die Seile punktuell in der Mitte mit dem Laser (λ = 640 nm)
belichtet. Dies führte zu einer ortsaufgelösten und photoinduzierten Diels-Alder-Cycloaddition
(Abbildung 4.28 (b) und (f)). Die restliche Probe (Substrat- und Strukturoberfläche), die nicht
funktionalisiert wurde, wurde mit dem ATRP-Initiator Mal-Br flutbelichtet. Um nun diese
15Die verschiedenen Waschschritte werden nicht mehr genau erläutert. Sie erfolgten so, wie es in den vorherigen
Kapiteln beschrieben wurde.
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nicht-funktionalisierten Bereiche gegen Protein- und Zelladhäsion zu passivieren erfolgte ein
30 minütiges Wachstum der PEGMA-Polymerbürsten (Abbildung 4.28 (c) und (g)). An die
biotinylierten Bereiche wurde erst Neutravidin gekoppelt. Letztendlich konnte an jedes NAv bis
zu drei Biotin-Fibronektin gebunden werden, um eine dichte Bedeckung mit FN zu erreichen
(Abbildung 4.28 (d) und (h)).
Abbildung 4.29: (a)-(d): Maximalprojektion aus Konfokalschnitten einer wie in Abbildung 4.28 hergestellten
Struktur nachdem Zellen (PCF) darin kultiviert wurden. Die Zelle kann nur an den mit Fibronektin
funktionalisierten Bereichen adhärieren, da die restliche Struktur perfekt passiviert ist. (a): Mischbild aus den
verschiedenen Kanälen. (b): Autofluoreszenz/Zellkern (blau). (c): Aktin (grün). (d): Fibronektin (rot). (e): 3D
Rekonstruktion. Mikrostruktur in weiß dargestellt. Abbildung nach [301].
Primären Hühnerfibroblasten, die in solchen Strukturen kultiviert werden, haben nur die
Möglichkeit an den vorher definierten Stellen zu adhärieren. Die gezeigte Zelle ist perfekt
zwischen den biotinylierten Bereichen aufgespannt (Abbildung 4.29). Beim betrachten der
einzelnen Fluoreszenzkanäle ist zu sehen, dass die Zelle viel zytoplasmatisches Fibronektin
besitzt, jedoch nicht in der Lage ist das eigens gebildete Fibronektin als Haftvermittler auf die
Struktur aufzubringen (Abbildung 4.29 (d)). Sie ist zu gut passiviert. Die vielen Filopodien
bzw. die Spike-artige Morphologie ist entweder ein Hinweis darauf, dass die Zelle versucht
ihre Umgebung zu erkunden und/oder zu wenig Zell-Matrix-Kontakte bilden kann, da die
gegebene Fibronektinmenge/-fläche zu gering ist (Abbildung 4.29 (c)). Durch Anwendung der
Photoenol-Methode ist auch das Glassubstrat passiviert, was zur Folge hat, dass die Zelle trotz
der geringen Strukturhöhe von 10 µm keinen Kontakt zum Deckglas hat (Abbildung 4.29 (e)).
Die Kompositstrukturen aus BR12 und Ormocomp haben dagegen eine Höhe von mindestens
20 µm. Dort ist der Glasboden nicht passiviert, sondern mit Fibronektin bedeckt. Würde man
die Strukturen niedriger machen, würden die Zellen beim Erkunden ihrer Umgebung auch in
Kontakt mit dem Boden kommen und aufgrund der höheren Proteinbedeckung eher in diese
Richtung migrieren.
Schlussendlich wird noch gezeigt, dass nicht nur biotinyliertes Fibronektin sondern auch
biotinyliertes Vitronektin (Bt-VN) verwendet werden kann um 3D Mikrostrukturen zu
funktionalisieren. Zudem wurde eine neue Art von Struktur verwendet (Abbildung 4.30 (a)).
Sie soll an die bereits in Kapitel 4.1.2 und 4.2.2 verwendeten Strukturen anlehnen und
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Abbildung 4.30: (a): REM-Bild der zukünftigen Boxringstruktur. (b): 3D Rekonstruktion aus Konfokalschnitten
einer wie in Abbildung 4.28 hergestellten Struktur nachdem Zellen (PCF) darin kultiviert wurden. Die Zelle
kann nur an den mit Fibronektin funktionalisierten Bereichen adhärieren. Die Verteilung der Punkte wurde
zufällig gewählt. (c): Ähnliche Struktur wie in (b), nur dass anstelle des Biotin-Fibronektin ein Biotin-Vitronektin
verwendet wurde. (d): Anderer Blickwinkel auf die Struktur aus (c).
für Zellversuche in der Zukunft eine optimierte Form darstellen (siehe Kapitel 5.3 und 6).
Die Funktionalisierung, Passivierung und Beschichtung (Bt-FN oder Bt-VN) erfolgte wie in
Abbildung 4.28 beschrieben. Die Anzahl der funktionalisierten Bereiche wurde hier zufällig
gewählt, so dass eine unterschiedliche Anzahl auf den Strukturen zu finden ist. Nach dem
Aussäen befanden sich nur wenige Zellen in den Strukturen, weshalb die Ergebnisse nicht ganz
so aussehen wie es zu erwarten wäre.
Abbildung 4.30 (b) zeigt einen Fibroblasten (PCF) der sich zwischen zwei der gegebenen
drei funktionalisierten Punkte (Bt-FN, rot) aufspannt. Die Punkte befinden sich auf
unterschiedlichen Höhen. Auf der anderen Probe, die mit Bt-VN funktionalisiert wurde,
spannt sich die Zelle (PCF) zwischen zwei Strukturen auf (Abbildung 4.30 (c) und (d)). Die
Antikörperfärbung gegen das Vitronektin (rot) ist gelungen, was zeigt, dass dieses Protein
ebenfalls verwendet werden kann.
Kapitel 5
Diskussion
Um die vorgestellten Ergebnisse besser zu verstehen und um etwaige Ungereimtheiten aus dem
Weg zu schaffen, wird nun auf bestimmte Unterkapitel genauer eingegangen. Dabei handelt es
sich um eine kritische Betrachtung der guten Ergebnisse und soll deren Bedeutung keinesfalls
mindern.
5.1 Kraftmessungen
In der aktuellen Erforschung von Zellen spielen Kraftmessungen eine große Rolle. Es gibt
verschiedenste Methoden mit denen versucht wird die Kontraktionskräfte von Zellen zu
messen. Häufig werden hierfür weiche Gele verwendet, die zuvor mit kleinen fluoreszenten
Kugeln versehen wurden. Die darauf kultivierten Zellen deformieren die Gele und anhand der
Verschiebung der Kügelchen kann die Kontraktionskraft bestimmt werden [302]. Nachteile
dieser Methode sind, dass die Zellen auf weichen Substraten adhärieren müssen um überhaupt
eine Verschiebung messen zu können. Die Steifigkeit des Substrats spielt jedoch eine wichtige
Rolle im Zellverhalten, der Morphologie und der Proliferation [303]. Deshalb ist diese Methode
weniger geeignet. Eine weitere Möglichkeit die Kontraktionskräfte zu messen, besteht darin
Zellen auf Mikro- oder Nanosäulen zu kultivieren. Diese wurden so funktionalisiert, dass die
Zellen nur auf der Oberseite der Säulen adhärieren können [141, 304]. Anhand von Radius,
Länge und Verbiegung der Mikosäulen lassen sich die Kräfte bestimmen die auf die Säule
wirken, was wiederum der Kraft entspricht die von der Zelle ausgeübt wurde. Diese Methode
ist deutlich besser geeignet, da sie die in vivo Situation eher widerspiegelt. Die Proteine
sind nicht homogen, sondern räumlich verteilt. Jedoch handelt es sich hierbei nicht um eine
Kraftmessung in 3D.
Die in dieser Arbeit vorgestellte Methode zeigt einen Ansatz Kontraktionskräfte in 3D zu
messen. Bei genauerer Betrachtung fallen jedoch mehrere Dinge auf die nicht beachtet wurden:
Die Zellen wurden nach dem Kultivieren fixiert, dann gefärbt und mikroskopiert. Das
chemische Fixieren mit 4% PFA in PBS dient zur Strukturerhaltung und die Zellen sollten ihre
Morphologie beibehalten. Es kann jedoch auch vorkommen, dass die Zellen sich beim Fixieren
aufgrund von Osmose etwas zusammenziehen oder ausdehnen und somit die Kraftmessungen
beeinflusst werden. Dieser Aspekt wurde hier außer Acht gelassen. Um die tatsächliche
Morphologie der Zelle zu dokumentieren, sollten vor dem Fixieren DIC Aufnahmen der
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Proben gemacht werden, da diese zur Ausmessung verwendet wurden. Nach dem Färben
müsste anhand der Fluoreszenzbilder entschieden werden ob es sich um einzelne Zellen
handelt und ob die jeweiligen Zellen nur Kontakt zu den Ormocomp-Punkten haben oder ob
sie auch Kontakt zu anderen Zellen bzw. zum Glassubstrat haben.
Ein weiterer Punkt ist die Reproduzierbarkeit der Strukturen. Jedoch legen sowohl REM Bilder
als auch AFM Messungen nahe, dass sich Strukturen aus unterschiedlichen Schreibprozessen
nicht signifikant voneinander unterscheiden. Obwohl während dem DLS die Leistung minimal
schwankt und somit die Dicke der Seile ebenfalls minimal variiert. Was wiederum die
Steifigkeit der Seile verändert. Solche Schwankungen können nur durch eine Vielzahl von
Experimenten ausgeglichen werden.
Werden die Ormocomp Punkte mit der Messnadel des AFM (Cantilever) nicht exakt getroffen,
kann es auch hier Fehlern bei der Messung kommen.
Aber nicht nur in der Fabrikation und Charakterisierung der Strukturen kann es zu Fehlern
kommen. Auch durch die Zellen wird eine Ungenauigkeit in das System gebracht. Da die
Ormocomp-Punkte um die Seile herum geschrieben wurden, kann es vorkommen, dass die
Zelle nicht nur eine laterale Auslenkung sondern auch eine Rotation des Punktes auslöst. Diese
Rotation kann nicht gemessen werden. Es ist jedoch eine Kraft nötig um den Punkt zu rotieren.
Die eigentliche Kraft könnte somit höher sein als die gemessene Kraft. Weiterhin wird davon
ausgegangen, dass die Kontraktionskraft immer zur Zellmitte bzw. zum Zellkern gerichtet
ist. Zwischen den Ormocomp-Punkten befinden sich teilweise prominente Aktinstressfasern.
Wie in Kapitel 2.2.3 bereits beschrieben, werden Kräfte auch entlang solcher transverse arcs
(diagonale Bögen) ausgeübt [62]. Dies führt dazu, dass die Seile nicht perfekt mittig ausgelenkt
werden und eine Asymmetrie entsteht, die wiederum nicht genau bestimmt werden kann.
Die hier vorgestellte Methode eignet sich jedoch sehr gut um eine Vorstellung für die
Kontraktionskräfte von Zellen in einer dreidimensionalen Umgebung zu erhalten. Durch
die Messungen lässt sich die Größenordnung der Kräfte abschätzen. Die hier abgeschätzten
Kontraktionskräfte pro Ormocomp-Punkt mit ca. 70 nN stimmen mit bereits veröffentlichten
Werten überein. Oft wird die Kraft pro Kontaktfläche angegeben. Sie beträgt 5,5 ± 2 nN µm−2
für HFF Zellen [56]. Die Ormocomp Punkte haben eine Größe von ca. 2 µm× 2 µm× 2 µm.
Das ergibt eine Oberfläche von ca. 24 µm2. Wenn die Zelle an einem Ormocomp-Punkt zieht,
befinden sich die Fokalkontakte nur auf einer Seite des Punktes. Das wäre eine Fläche von
12 µm2 und nach Balaban et al. würde das einer Kontraktionskraft von 66± 24 nN entsprechen.
Dieser Wert stimmt sehr gut mit dem von uns abgeschätzten Wert überein. Obwohl es sich bei
den HFF Zellen und ein andere Zelllinie handelt, kann man sie mit den hier verwendeten PCF
Zellen gut vergleichen, da es sich bei beiden Zelllinien um Fibroblasten handelt.
Eine weitere Methode um Kontraktionskräfte von Zellen zu messen wurde im zweiten Teil
von Kapitel 4.1.4 vorgestellt. Das Ziel war es herauszufinden ob die Zellen, ähnlich wie
auf strukturierten 2D Substraten, kreisförmige Bögen bilden [298]. Anhand der gemessenen
Bogenradien könnte man die Kräfte bestimmen. Bisher ist noch unklar, ob man eine 2D
Projektion der Daten erstellt und daran einen Kreis anpasst oder ob eine Kugel in einer 3D
Rekonstruktion besser geeignet ist.
Die Zellen sollen nicht nur flach zwischen lateral verteilten Punkten aufgespannt sein, wie
in dem anderen Projekt zu den Kraftmessungen, sondern auch zwischen axial verteilten
Haltepunkten. Die angestrebte Zellform ähnelt deshalb einer Pyramide. Entscheidend für die
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Auswertung der Daten ist eine gute axiale Auflösung, die am LSM jedoch, je nach Wellenlänge,
nur 600-700 nm beträgt. Da diese Datenqualität nicht ausreichend ist wurden Aufnahmen
mit einem hochauflösenden Mikroskop angefertigt. Die Bandpassfilter an diesem Mikroskop
unterscheiden sich von denen am LSM, weshalb auch Autofluoreszenz der Strukturen im
grünen und teilweise sogar im roten Fluoreszenzkanal zu beobachten war. Dies war auch der
Fall, wenn PCF Zellen verwendet wurden, die eine intensivere Färbung der Aktinfilamente
aufweisen (nicht gezeigt). Dies macht es unmöglich die Aktinstressfasern getrennt von
den Strukturen aufzunehmen. Die deutlichste Färbung des Aktins ist jedoch mit Phalloidin
Alexa Fluor 488. Die anderen gängigen Phalloidin gekoppelten Farbstoffe (Phalloidin Alexa
Fluor 568 oder 647) liefern ein deutlich schwächeres Signal. Deshalb wäre die Überlegung
entweder den Zelltyp zu ändern, weil sich unterschiedliche Zelltypen unterschiedlich gut
färben lassen oder den Fotoinitiator zu ändern, um weniger Autofluoreszenz in grünen
Kanal zu bekommen. Ein möglicher Kandidat wäre Irgacure 819, das bereits für andere
Experimente verwendet wurde. Trotzdem sollten verschiedene Tests durchgeführt werden, wie
z. B. Zellkompatibilität, bevor der Fotoinitiator gewechselt wird. Dazu zählen verschiedene
Konzentrationen mit entsprechenden Schreibleistungstests zu untersuchen. Zudem sollten die
passivierenden Eigenschaften des BR12-Lackes nicht verloren gehen.
Eine weitere Verbesserung, was sowohl die Ausbeute an Zellen in den Strukturen als auch die
Mikroskopie verbessern würde, wäre eine effektive Passivierung des Glassubstrats unterhalb
der Strukturen. Es wurden teilweise schon flächige Strukturen auf das Substrat geschrieben
(wie z. B. in Abbildung 4.1 (b)). Diese Methode ist jedoch sehr zeitaufwendig und zudem
wird das Fluoreszenzsignal teilweise absorbiert. Eleganter wäre deshalb das Glassubstrat
komplett zu passivieren. Da die Deckgläser mit dem Si-Methacrylat silanisiert werden,
könnte das Methacrylat an der Oberfläche für eine Michael-Addition mit einem Thiol-ATRP-
Initiator verwendet werden, um mittels ATRP Polymerbürsten zu wachsen. Eine weitere
Möglichkeit ist der Photoenol-Mechanismus. Nachteilig wäre, dass der Lithographie Aufbau
mit durchstimmbarer Wellenlänge verwendet werden muss. Deshalb wäre die erst genannte
Variante vorzuziehen, weil sie für einen höheren Probendurchsatz sorgen würde.
5.2 Thiol-En-Fotolack
Wie bereits gezeigt wurde, stellt der Thiol-En-Fotolack eine Alternative zu den Acrylat-
basierten Fotolacken dar. Er ist nicht nur biokompatibel sondern ermöglicht auch eine bessere
Zelladhäsion durch eine vorherige kovalente Funktionalisierung mit Mal-cRGD. Deshalb
wäre es ebenfalls denkbar, die in Kapitel 4.3.5 verwendeten orthogonalen Bindemechanismen
und die Passivierung mittels Polymerbürsten mit diesem Lacksystem zu kombinieren. Der
schwerwiegendste Nachteil des Thiol-En-Lacks ist dessen geringe Haltbarkeit (ca. 1-2 Tage)
und dass ein Lösungsmittel im Lack enthalten ist. Dies kann dazu führen, dass der Lacktropfen
noch während des DLS durchpolymerisiert und somit die Probe nicht mehr verwendet
werden kann. Diese Reaktion wurde von dem Fotoinitiator Irgacure 819 katalysiert. Bei
der Verwendung von 7-Diethylamino-3-thenoylcoumarin (DETC) als Fotoinitiator, ist der
Thiol-En-Lack deutlich haltbarer. Auch die Zugabe von größeren Mengen an Hydrochinon
ändert an der Haltbarkeit nichts. Es dient als Radikalabsorber der verhindert, dass spontan
entstandene Radikale den Lack durchpolymerisieren, es kann jedoch die Michael-Addition
nicht unterdrücken. Das erreicht man nur indem das Alken (Pentaerythritol tetraallyl ether)
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durch ein Alkin ersetzt wird. Alkine und Thiole reagieren weniger gut miteinander als Alkene
mit Thiolen. So würde der Lack haltbarer werden. Es gibt auch schon Veröffentlichungen
von z. B. Lomba et al., die einen Thiol-In-Lack entwickelt und damit Strukturen mittels DLS
hergestellt haben. Sie konnten zudem zeigen, dass es möglich ist Zellen auf den Strukturen
zu kultivieren [305, 306]. Durch das Verdunsten des Lösungsmittel kann es zudem zu
Schwankungen während des DLS kommen, sodass Bereiche über- oder unterbelichtet sind.
Deshalb wäre es sinnvoll das Thiol und das Alken bzw. Alkin so zu wählen, dass sich beide,
ohne Zugabe von Lösungsmitteln, mischen lassen.
Bei der Herstellung der 3D Strukturen traten ebenfalls ungewollte Nebeneffekte auf. Durch die
Michael-Addition des Pentaerythritol tetrakis(mercaptoacetat) mit den Meth- bzw. Acrylaten
am Deckglas oder der BR12-Struktur, war Farbstoff an unerwarteten Stellen zu finden (siehe
Abbildung 4.17). Um diese ungewollte Reaktion zu unterdrücken, besteht die Möglichkeit, die
Meth- bzw. Acrylate am Deckglas oder den BR12-Säulen mittels einer kontrollierten Michael-
Addition mit Poly(ethylenglykol) methyl ether thiol (PEG-Thiol) zu schützen.
5.3 Photoenol
Der Mechanismus der Photoenole oder auch des hier verwendeten 2-Formyl-3-
methylphenoxy(FMP)-Derivats ist nicht neu. Bereits 1965 stellten Henderson und Ullmann
verschiedene 2-Benzyl- und 2-Benzhydryl-3-benzoylchromone vor, die durch Absorption
ihre Molekülstruktur änderten [307]. Ein ähnlicher Mechanismus, zu dem hier verwendeten,
wurde von Albert Pratt im Jahr 1974 vorgestellt [308]. Durch Bestrahlung von 1-Phenyl-
1-o-tolylethylen in Anwesenheit eines Maleimido-Derivats in Cyclohexan wird eine
Diels-Alder-Cycloaddition der beiden Edukte bewirkt. Es waren jedoch auch viele andere
Photoenolisationen bekannt [309]. In den letzten Jahren rückten diese licht-aktivierbaren
Moleküle in den Fokus von Polymerchemikern für die sogenannte Klick-Chemie. Zu den
vielfältigen Anwendungen zählen z. B. die Kombination verschiedener Photoenole in Lösung,
wodurch eine orthogonale Funktionalisierung von Polymeren erreicht wird [310]. Durch eine
intramolekulare Diels-Alder-Cycloaddition lassen sich aus langen Polymerketten, an denen
sich Photoenole und Maleimide befinden, Nanopartikel herstellen [311]. Zudem gibt auch
Ansätze Zellulose-Oberflächen mit Photoenolen zu funktionalisieren [312]. Was jedoch alle
Diels-Alder-Reaktionen der verschiedenen Photoenole mit den entsprechenden Dienophilen
gemeinsam haben, ist dass sie sehr effizient und unter milden Bedingungen ablaufen.
Das hier verwendete Photoenol hat sich als besonders effizient herausgestellt, da bei der
Umwandlung zum Dien eine Wasserstoffbrücke gebildet wird, wodurch die reaktive Form
länger aufrechterhalten wird. Dies führt dazu, dass selbst kurz nach der Belichtung das
Photoenol noch reaktiv ist. Dies ist eine wichtige Eigenschaft, die für das DLS essentiell ist. Da
hier der Laserfokus sehr schnell über die Probe bewegt wird und somit die Aufenthaltsdauer an
einem Punkt nur bei wenigen Millisekunden liegt.
Es konnte gezeigt werden, dass sich das hier verwendete FMP-Derivat für das DLS eignet.
Das bezieht sich nicht nur auf die kurze Belichtungszeit der einzelnen Bereiche sondern auch
auf die demonstrierte Zwei-Photonenabsorption des Photoenols (Abbildung 4.19). Dabei ist es
möglich die Anregungswellenlänge über einen Bereich von 150 nm zu variieren und trotzdem
eine Funktionalisierung der Oberfläche zu erreichen. Dieser Aspekt bietet einige Vorteile. Da
5.3. Photoenol 99
eine 2PA selbst mit einer Wellenlänge von 700 nm noch möglich ist, kann der Versuchsaufbau
vereinfacht werden. Einige femtosekunden gepulste Titan:Saphir (Ti:Sa) Oszillatoren sind
durchstimmbar (maximal 670-1070 nm), was den hier verwendeten optisch parametrischen
Oszillator (OPO) überflüssig machen würde. Somit würde sich eine Wellenlänge von 800 nm1
zum eigentlichen Herstellen der 3D Mikrostrukturen eignen und eine Wellenlänge im Bereich
zwischen 670 und 700 nm würde für die Zwei-Photonenanregung des FMP-Derivats verwendet
werden. Dass der Photoenol-Mechanismus mit 2PA, einem Ti:Sa Oszillator und einer
Wellenlänge von 700 nm möglich ist wurde bereits von Quick et al. gezeigt [313].
Neben der Möglichkeit, den Photoenol-Mechanismus zweidimensional anzuwenden, wurde
eine selektive Funktionalisierung dreidimensionaler Mikrostrukturen gezeigt. Aufgrund der
Tatsache, dass das FMP-Derivat nur während der Aktivierung durch Licht reaktiv ist und
sobald es mit einem Dienophil ein Cycloaddukt gebildet hat auch keine Bindung mit anderen
Molekülen mehr eingehen kann, ist es optimal geeignet Oberflächen mit mehreren Molekülen
zu funktionalisieren (Abbildung 4.23). Der einzige begrenzende Faktor ist die Anzahl an
biokompatiblen orthogonalen Bindungssystemen. Es gibt viele Klick-Mechanismen die dazu
verwendet werden können Farbstoffe kovalent an andere Moleküle zu binden, z. B. mit Hilfe
der Azid-Alkin-Cycloaddition. Diese und auch die meisten anderen Klick-Reaktionen haben
jedoch den Nachteil, dass sie Kupfer oder Kupfersalze als Katalysatoren benötigen, die
wiederum nicht biokompatibel sind [314].
Die Auflösung, die bei der Funktionalisierung des Glassubstrats als auch der 3D Strukturen
erreicht wurde, entsprach nicht der theoretisch möglichen Auflösung. Das war jedoch für
diese Arbeit nicht entscheidend. Trotzdem sollte die Ursache hierfür etwas genauer betrachtet
werden, da eine hohe Auflösung für zukünftige Experimente eine wichtige Rolle spielen
könnte. Zum einen war die gewählte 2D Strukturierung nicht optimal um eine möglichst
gute Auflösung zu erreichen. Sinnvoller wäre gewesen, zwei Linien mit einem Abstand
x1 zu schreiben und dann einen Abstand x2 von einigen Mikrometern zu den nächsten
beiden Linien zu lassen. Nun könnte der Abstand x1 immer weiter minimiert werden, bis
die beiden Linien nicht mehr räumlich voneinander getrennt werden könnten. Die erreichte
laterale Auflösung ist für Zellexperimente völlig ausreichend. Würden die funktionalisierten
Bereiche immer kleiner werden und somit die Proteinmenge immer geringer werden, könnten
die Zellen nicht richtig kultiviert werden und proliferieren. Viel wichtiger für zukünftige
Versuche wäre es die axiale Auflösung zu verbessern, die aktuell aufgrund des verwendeten
Lösungsmittels Dimethylformamid (DMF) und dessen geringen Brechungsindexes (n = 1,43)
begrenzt ist. Es hat sich jedoch als ideales Lösungsmittel für die verwendeten Maleimido-
Derivate herauskristallisiert. Zudem besitzt es einen geringen Dampfdruck wodurch es nur
sehr langsam verdunstet. Sollten zukünftig andere Maleimido-Derivate zum Einsatz kommen,
besteht die Möglichkeit aromatische oder halogenhaltige Lösungsmittel zu verwenden um so
den Brechungsindex an den von Glas (n = 1,523) anzupassen.
Ein wichtiges Einsatzgebiet des Photoenol-Mechanismus ist die selektive Adhäsion von
Zellen in einer 3D Matrix. Es konnte gezeigt werden, dass dies möglich ist, wenn eine
passende Passivierung und der Biotin-(Strept)Avidin Mechanismus zur Bindung des Proteins
verwendet wird (siehe Abbildung 4.29). Das EZM-Protein Fibronektin an der Oberfläche der
1Bei 800 nm liegt das Intensitätsmaximum der Ti:Sa Oszillatoren.
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3D Mikrostruktur vermittelt die Zell-Matrix-Adhäsion. Es konnte gezeigt werden, dass Zellen
nur an den Bereichen adhärieren, die mit Biotin-Fibronektin (Bt-FN) funktionalisiert wurden,
auch das Fibronektin konnte mittels Immunhistochemie nachgewiesen werden. Allerdings
konnte nicht gezeigt werden ob das Bt-FN nach der Biotinylierung noch aktiv. Es ist jedoch
davon auszugehen, da die Zellen positiv darauf reagieren und auch Zell-Matrix-Kontakte
bilden. Weiterhin wurde beobachtet, dass Zellen auch an mäßig gut passivierten Oberflächen
adhärieren. Deshalb sollte eine Methode entwickelt werden um nachweisen zu können, dass
das Bt-FN an der 3D Struktur noch aktiv ist.
Wünschenswert wäre es gewesen, nicht nur ein Protein der extrazellulären Matrix (wie
z. B. Fibronektin oder Vitronektin) sondern noch zusätzlich ein Protein das bei Zell-Zell-
Interaktionen involviert ist einzusetzen (z. B. E-Cadherin). Da gezeigt werden konnte, dass mit
Hilfe des Photoenol-Mechanismus und zwei unterschiedlicher orthogonaler Bindemechanismen
auch zwei unterschiedliche Farbstoffe an die Oberfläche der Mikrostrukturen funktionalisiert
werden können. Der SNAP-Tag Mechanismus wurde auch genau aus diesem Grund gewählt,
da in der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Doris Wedlich (Zoologisches Institut, KIT) mehrere
stabil transfizierte Zellinien vorhanden sind, die SNAP-Cadherine exprimieren und sekretieren.
Dabei kam es jedoch zu mehreren Komplikationen. Zum einen war anfangs die Passivierung
noch nicht gut genug und zum anderen konnte keine eindeutige Immunfärbung an den 3D
Strukturen durchgeführt werden.
Die größte Herausforderung, die sich durch die komplette Arbeit wie einen roten Faden
gezogen hat, war die jeweils passende Passivierung zu finden. Für die (Strept-)Avidin-
Farbstoffe hat sich herausgestellt, dass die einfache Grafting-to-Methode, bei der das Mal-
PEG direkt an das FMP-Derivat an der Oberfläche geklickt wird, die besten Ergebnisse liefert.
Selbst mit einem Grafting-from-Ansatz mit PEGMA-Polymerbürsten konnte die Passivierung
gegen das SAv-Cy3 nicht signifikant gesteigert werden. Sollen Oberflächen gegen Proteine
passiviert werden, sind einfache Grafting-to-Methoden mit dem linearen Mal-PEG nicht mehr
ausreichend. Hierfür musste eine Art „hydrophiler Teppich“ erzeugt werden. Dies konnte zum
einen mit Hilfe von Pluronic F-108 oder zum anderen mit Mal-POEGMA erreicht werden.
Der hydrophobe Mittelteil des Pluronic F-108 adhäriert an die ebenfalls hydrophobe Si-PE
Oberfläche. In wässriger Lösung ragen die hydrophilen Polymerketten nach oben und bilden so
ein dichtes Netzwerk. Ähnlich ist es beim Mal-POEGMA. Bei der POEGMA-Einheit handelt
es sich auch um Polymerbürsten, die gut gegen Proteine wie z. B. das Bt-FN passivieren.
Nachteil der Grafting-to-Methoden ist jedoch, dass die Oberfläche nicht sehr dicht mit großen
Molekülen besetzt werden kann. Befindet sich auf einer Photoenol-Bindestelle ein Mal-
POEGMA, verdeckt es nächstgelegene Bindestellen. So entstehen Hohlräume, die wiederum
dazu führen, dass die Oberfläche nicht hundertprozentig passiviert wird. Zellen, die sich auf der
Oberfläche befinden und versuchen dort zu adhärieren, sind in der Regel erfolgreich. Deshalb
war, neben der Evaluierung des Photoenol-Mechanismus für die Zwei-Photonenanregung, die
Implementierung der Grafting-from-Methode der wichtigste Fortschritt dieser Arbeit. Durch die
perfekte Passivierung gegen Zellen mit Hilfe der PEGMA-Polymerbürsten war es letztendlich
möglich eine selektive Zelladhäsion in 3D zu realisieren.
Kapitel 6
Ausblick
Um das Verhalten von Zellen auf definierte Faktoren zu untersuchen und somit das Zellverhalten
zu kontrollieren ist die Reproduktion der nativen Wachstumsumgebung unabdingbar. Es ist
entscheidend (passende Experimente auszuwählen um) relevante Parameter zur Optimierung
einer künstlichen EZM zu untersuchen.
Wie schon in der Diskussion beschrieben stellen beispielsweise Kraftmessungen einen
wichtigen Punkt der Beobachtung des Zellverhaltens dar. Dabei spielt die räumliche Verteilung
der Adhäsionspunkte eine wichtige Rolle. Um dies weiter zu untersuchen könnten, unter
Berücksichtigung der erwähnten Kriterien, Kraftmessungen in Strukturen durchgeführt werden,
in denen die sechs Adhäsionspunkte nicht hexagonal angeordnet sind (Abbildung 6.1 (a)).
Abbildung 6.1: (a): DIC-Bild von Kompositstrukturen in denen in Zukunft Kraftmessungen durchgeführt werden
könnten. Die sechs Adhäsionspunkte sind unterschiedlich angeordnet. (b): Schematische Darstellung einer Struktur
mit unterschiedlich großen Proteinpunkten.
Durch die Elongation der Strukturen ändert sich auch die Form der Zelle. Dabei ist es von
Interesse, ob sich dadurch die Kontraktionskräfte an den verschiedenen Punkten ändern oder
diese allein von der Größe bzw. der Fläche der Fokalkontakte abhängen. Um dies genauer zu
untersuchen, könnten Strukturen mit unterschiedlich großen Proteinpunkten hergestellt werden
(Abbildung 6.1 (b)). Je nach Strukturtyp (Quadrat, Fünfeck, Sechseck) könnte ebenfalls die
Anzahl größerer bzw. kleinerer Proteinpunkte variiert werden. Zellen, die in solchen Strukturen
kultiviert werden, sollten an den größeren Proteinpunkten größere Kräfte ausüben. Dies würde
zu einer stärkeren Auslenkung der Seile führen. Weiterhin könnte untersucht werden, ob die
Symmetrie eine Rolle spielt. Liegen sich Punkte mit gleicher oder unterschiedlicher Größe
gegenüber, könnte dies Auswirkungen auf die Auslenkung beider oder eines Seils haben.
Zudem könnte neben der optimalen Geometrie auch die optimale Steifigkeit der Struktur
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entscheidend sein. Es ist noch unklar ob es eine maximale Kontraktion von Fibroblasten in
solchen 3D Strukturen gibt, ähnlich wie sie für Herzzellen beobachtet wurde [221].
Abbildung 6.2: (a): Schematische Darstellung einer Boxringstruktur. Die grünen Balken repräsentieren eine
Funktionalisierung mit Cadherin, die roten Balken und Querverstrebungen repräsentieren eine Funktionalisierung
mit Fibronektin. (b): Schematische Darstellung einer Struktur, die mit unterschiedlichen Proteinen der EZM (rot:
Fibronektin, grün: Vitronektin) funktionalisiert ist.
Wenn in Zukunft die Aufreinigung der SNAP-Cadherine erfolgreich ist, könnte eine Struktur
wie in Abbildung 6.2 (a) herstellt werden. Sie simuliert einer Zelle, die in dieser Struktur
adhäriert, sie würde sich in einem Epithel befinden. Die grünen Balken repräsentieren eine
Funktionalisierung mit Cadherin und erlauben nur die Ausbildung von Zell-Zell-Kontakten
wie sie auch im Epithel zu finden sind. Die roten Balken repräsentieren eine Funktionalisierung
Proteinen der EZM (z. B. Fibronektin), welche die Ausbildung von Zell-Matrix-Kontakten
erlauben. Das soll der Zelle vermitteln, sie würde sich auf der Basalmembran befinden. So wäre
es beispielsweise möglich, Stammzellen aktiv durch eine künstliche EZM in Epithelzellen zu
differenzieren.
Ein weiterer Ansatz ist die Wirt-Gast-Chemie, die in den letzten Jahren häufig verwendet
wurde um Oberflächen mit Proteinen zu funktionalisieren. Dabei werden aus zwei oder mehr
Molekülen oder Ionen sogenannte (Supra-)Strukturen gebildet, deren Bindung nicht kovalent
ist. Lee et al. nutzten diesen Mechanismus um Proteine an Mikropartikel zu binden [315].
Es ist ebenfalls möglich ein Polyacrylamidgel mit einem NHS-Ester funktionalisiert und daran
einen Fc-Antikörper zu binden, an den ein Fc-Cadherin bindet [316]. Mit Fc-Tag versehene
Cadherine und NHS-terminierte Maleimide sind kommerziell erhältlich. Daher könnten 3D
Strukturen mit dieser Methode funktionalisiert werden.
Eine weitere Möglichkeit besteht darin Proteine kovalent über verschiedene Klick-Chemie-
Mechanismen an die Strukturen zu funktionalisieren. Ein verbreiteter Klick-Chemie-
Mechanismus ist die Azid-Alkin-Cycloaddition. Der Nachteil der meisten dieser Reaktionen
ist, dass Kupfer oder Kupfersalze als Katalysatoren oder eine hohe Temperatur (60-100°C)
benötigt wird. Auch hier wird an verschiedenen Molekülen geforscht, die aufgrund ihrer
Elektronenverteilung eine Cycloaddition erleichtern. Es existieren auch schon Maleimido-
Derivate, wie z. B. Maleimid-Dibenzocyclooctin (Mal-DBCO), die zur Cycloaddition mit einem
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Azid ohne Kupfer geeignet sind. Des Weiteren kann NHS-Azid käuflich erworben werden.
Dieses kann genutzt werden um Amin-Gruppen von Proteinen mit Aziden zu versehen.
Dieser Vorgang entspricht den Ablauf entsprechend einer Biotinylierung und wird Azidierung
genannt. Somit könnten Teile einer 3D Struktur mit Mal-Bt und andere Teile mit Mal-DBCO
funktionalisiert werden und anschließend mit Bt-FN und Azid-VN versehen werden (Abbildung
6.2 (b)). Mit solchen Strukturen könnte die Zelladhäsion in 3D genauer untersucht werden,
ähnliche wie es Pinon et al. auf 2D strukturierten Substraten mit Hilfe selektierter NIH/3T3-
Zellen mit sehr geringer β3 Integrin Expression gezeigt haben [317].
Nicht nur die Methoden um die Strukturen mit verschiedenen Proteinen zu funktionalisieren
können verbessert und erweitert werden, auch die vorherigen Schritte sind noch nicht optimal.
Bisher müssen die Strukturen erst im Plasma-Ofen aktiviert und mit dem Photoenol silanisiert
werden. Da dieser Schritt zeitaufwendig ist, manche Polymere hierfür nicht geeignet sind
und etwaige vorherige Funktionalisierungen zerstört werden hat Alexander Quick einen
Fotolack entwickelt, dessen Polymerisierung mit Hilfe der Photoenol-Chemie und nicht durch
Radikalbildung erzielt wird. Der Lack besteht aus einem kleinen Molekül, das vier Photoenol-
Gruppen trägt und einem Copolymer mit einer Molekulargewicht von 10500 g mol−1,
das in regelmäßigen Abständen eine Maleimido-Gruppe trägt. Nach der Herstellung der
Strukturen befinden sich freie Photoenol-Gruppen an der Oberfläche, die für eine nachträgliche
Funktionalisierung verwendet werden können [313].
Abbildung 6.3: Das Schachbrettmuster wurde aus dem TPE-TA-Fotolack hergestellt. Anschließend wurde die
Probe mit Fibronektin (rot) beschichtet und es wurden REF Zellen (grün: Aktin, blau: Zellkern, weiß: Paxillin)
darauf kultiviert.
Ein anderer Ansatz wäre, ein Photoenol-(Meth)Acrylat in den PETA-Fotolack zu mischen.
Durch die Acrylat- bzw. Methacrylat-Gruppe wird das Photoenol in das Polymernetzwerk
eingebunden. Dabei kommt es zu einer Reduktion des Elastizitätsmoduls des Fotolacks,
jedoch sollten sich auf der Oberfläche der Polymerstruktur Photoenol-Gruppen befinden, die
nachträglich selektiv funktionalisiert werden könnten. Optimal wäre, wenn anstatt des PETA-
Fotolacks ein passivierender Fotolack verwendet werden könnte. So könnten passivierende,
selektiv funktionalisierbare Strukturen hergestellt werden. Das PEG-DA wird sich hierfür nicht
eignen, da die Quervernetzung wegen des Monoacrylats noch weiter herab gesetzt werden
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würde.
Seit kurzem sind verschiedene Trimethylolpropanethoxylat-Triacrylate (TPE-TA, Sigma
Aldrich) erhältlich. Sie sind ähnlich aufgebaut wie das PETA-Monomer nur dass zwischen
der Pentaerythritol-Gruppe und den Acrylaten mehrere Ethoxy-Gruppen eingefügt wurden
(Ethoxylierung), weshalb das polymerisierte TPE-TA hydrophil sein müsste. Aus dem
Monomer kann ein Fotolack durch die Hinzugabe von 3 gew.% Irgacure 369 hergestellt
werden. Aufgrund der drei Acrylat-Gruppen sollte die Quervernetzung dieses Fotolacks höher
sein als für den PEG-DA- oder den BR12-Lack. Es konnte bereits gezeigt werden, dass sich
mittels DLS Strukturen herstellen lassen und dass diese protein- und zellabweisend sind
(Abbildung 6.3).
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